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Résumé 
La structure du cartilage articulaire adulte est caractérisée par la présence 
de couches créées par l’orientation des fibres de collagène (Benninghoff, 1925). 
Avant de présenter la structure adulte classique en arcades “de Benninghoff”, le 
cartilage subit une série de changements au cours de sa maturation (Julkunen et 
al., 2010; Lecocq et al., 2008). Toutefois, un faible nombre d’études s’est intéressé 
à la structure du collagène du cartilage articulaire in utero. Notre objectif était 
d’étudier la maturation de la surface articulaire de l’épiphyse fémorale distale chez 
le cheval, en employant à la fois l’imagerie par résonance magnétique (IRM) et la 
microscopie en lumière polarisée après coloration au rouge picrosirius, au niveau 
de sites utilisés dans les études de réparation tissulaire et de sites prédisposés à 
l’ostéochondrose (OC). Le but était de décrire le développement normal du réseau 
de collagène et la relation entre les images IRM et la structure histologique. Des 
sections provenant de cinq sites de l’épiphyse fémorale distale de 14 fœtus et 10 
poulains et adultes ont été colorées au rouge picrosirius, après que le grasset ait été 
imagé par IRM, dans l’optique de visualiser l’agencement des fibres de collagène 
de type II. Les deux modalités utilisées, IRM et microscopie en lumière polarisée, 
ont démontré la mise en place progressive d’une structure en couches du réseau de 
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Abstract 
Adult articular cartilage has a zonal or layered structure, created by the 
predominant collagen fibre orientation (Benninghoff, 1925). Before reaching the 
classical “Benninghoff structure”, major changes take place with maturation from 
juvenile to adult cartilage (Julkunen et al., 2010; Lecocq et al., 2008). However, 
there have been few studies addressing the in utero collagen structure of articular 
cartilage. Our objective was to study the maturation of the distal femoral epiphysis 
articular surface, employing both magnetic resonance imaging and polarized light 
microscopy with picrosirius red staining, at sites employed for cartilage repair 
studies or susceptible to osteochondrosis to describe normal development of the 
spatial architecture of the collagen network at these sites and the relationship 
between magnetic resonance images and histology. Samples were harvested from 
five sites from the distal femoral epiphysis of 14 fetuses and 10 foals and adults, 
after the stifle was imaged with magnetic resonance imaging. Sections were 
stained with picrosirius red to determine the structural arrangement of the type II 
collagen fibres. Both magnetic resonance imaging and polarized light microscopy 
revealed an early progressive structural laminar/zonal organization of the collagen 
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 L’ostéochondrose (OC) articulaire est une pathologie touchant 
principalement de jeunes sujets, et dont la caractéristique principale réside en un 
défaut de l’ossification endochondrale du cartilage de croissance à la fois 
épiphysaire et métaphysaire. Il en résulte des lésions qui se manifestent 
généralement par une douleur et une distension articulaire, ainsi qu’une boiterie. 
En dépit des nombreuses études qui se sont consacrées à cette condition depuis 
plusieurs décennies, la compréhension des évènements déclencheurs de l’OC et de 
sa pathogénie n’est encore que partielle. Cette connaissance est pourtant 
indispensable si l’on souhaite à l’avenir diminuer l’impact de cette maladie, qui 
engendre des pertes considérables en particulier dans l’espèce équine, améliorer 
son diagnostic et son traitement, ainsi que son pronostic. 
Depuis plusieurs années, on suspecte une origine très précoce des lésions 
d’OC (Carlson et al., 1995; Henson et al., 1997; Rejno and Stromberg, 1978). Les 
évènements déclencheurs pourraient même survenir avant la naissance (Ekman et 
al., 2009). Il apparait donc capital de s’intéresser au développement articulaire in 
utero, et tout particulièrement à la mise en place et à l’évolution du réseau de 
collagène. Plusieurs études ont démontré l’utilité de la microscopie en lumière 
polarisée pour l’étude de l’ultrastructure du collagène du cartilage articulaire. 
Néanmoins, l’avènement de techniques non-invasives telles que l’imagerie par 
résonnance magnétique, offre de nouvelles perspectives d’étude. 
 Par ailleurs, il semble judicieux de s’intéresser au développement de la 
structure du cartilage articulaire sain avant de tenter d’élucider les phénomènes 
pathologiques qui mènent à la formation de lésions d’OC. En effet, il est 
nécessaire de disposer de connaissances de référence bien établies au sujet du 
développement du cartilage articulaire équin in utero, ce qui, à notre connaissance, 
n’existe pas encore. 
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Chapitre I : Recension de la littérature 
1.1. Le cartilage au sein d’une articulation synoviale 
mature saine 
1.1.1. Structure et organisation générale d’une articulation 
synoviale 
1.1.1.1. Vue d’ensemble 
Une articulation synoviale (Fig. 1) a pour but la mise en mouvement relatif 
de deux os adjacents. Aussi appelée diarthrose, elle est caractérisée par la présence 
de cartilage articulaire formant une surface lisse recouvrant les deux surfaces 
osseuses se faisant face. Une capsule articulaire entoure de façon étanche 
l’ensemble de l’articulation et limite l’amplitude de mouvement : elle est formée 
de la membrane synoviale à sa face interne, elle-même composée de cellules 
synoviales et de tissu conjonctif de nature variable selon l’articulation, et d’une 
couche fibreuse à sa partie externe, en continuité avec le périoste des os adjacents. 
Des structures ligamentaires participent également à cette restriction de mobilité 
(Dewire and Einhorn, 2001). La cavité synoviale est remplie de liquide synovial, 
de composition proche de celle du plasma. Ce liquide dérive d’un ultrafiltrat du 
sang auquel s’ajoute une quantité non négligeable de hyaluronates polymérisés 
fabriqués par les cellules synoviales. Il joue un rôle essentiel dans la lubrification 
(Eurell and van Sickle, 2006) et le maintien d’un faible coefficient de friction 
(Dewire and Einhorn, 2001) lors des mouvements des deux surfaces articulaires 
l’une par rapport à l’autre.  
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Figure 1 : Schéma d’une articulation. 
Selon Stevens & Lowe, 2005a. 
 
 
1.1.1.2. Le cartilage articulaire 
Le cartilage articulaire est un cartilage hyalin qui permet le mouvement 
tout en conservant l’intégrité des deux surfaces articulaires. C’est une substance 
amorphe à l’apparence d’un gel, à l’aspect blanc vitreux (Banks, 1993a) présentant 
des reflets bleuâtres (Samuelson, 2007) dus à sa teneur en eau très élevée : en 
effet, l’eau représente 70% du poids du cartilage mature et avoisine les 80% pour 
le cartilage du nouveau-né (Todhunter, 1996). 
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a. Composition 
✗ Les cellules du cartilage  
Le volume cellulaire représente 1 à 12 % du volume total du cartilage chez 
l’adulte (Todhunter, 1996). Le chondrocyte est responsable du maintien de la 
matrice extracellulaire cartilagineuse, c’est-à-dire de la synthèse et de la 
dégradation de tous ses composants (Eurell and van Sickle, 2006). En fonction de 
sa localisation dans le cartilage, il peut prendre des formes variées, allongées ou 
sphériques. Chaque chondrocyte se situe dans une lacune, une cavité de la matrice 
cartilagineuse. A l’état vivant, le chondrocyte emplit complètement cette lacune. 
Certaines lacunes renferment un seul chondrocyte, d’autres en contiennent deux, 
quatre, parfois six, formant alors un groupe isogénique. Le cartilage mature est 
avasculaire, il se nourrit et élimine ses déchets par diffusion à travers la matrice 
vers le liquide synovial. Enfin, le chondrocyte survit relativement bien dans des 
conditions hypoxiques dans le cartilage mature (Dewire and Einhorn, 2001). 
 
✗ La matrice extra-cellulaire (MEC) 
La MEC est synthétisée par les chondrocytes (Poole et al., 2001). La 
substance fondamentale en constitue la majeure partie et renferme de l’eau, de 
l’oxygène ainsi que de nombreux ions et molécules. La trame de la matrice est 
formée de collagène à 50% (Todhunter, 1996) : le collagène de type II est 
majoritaire (90% du collagène) mais on trouve aussi du collagène de types VI, IX, 
X, XI, XII, XIV, tous synthétisés par les chondrocytes (Eurell and Van Sickle, 
1998). Ces fibres de collagène sont organisées en un réseau entrelacé auquel se 
lient des protéoglycanes, qui comptent pour 35% du poids sec du cartilage 
(Todhunter, 1996). Les protéoglycanes sont formés de l’association d’un 
glycosaminoglycane, les principaux étant les chondroïtines sulfate et les kératanes 
sulfates, et d’une protéine de liaison qui assure son ancrage aux fibres de 
collagène. Les aggrécanes sont des protéoglycanes liés à l’acide hyaluronique. Ce 
réseau lâche tridimensionnel limite les mouvements des grosses molécules. 
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La demi-vie des glycosaminoglycanes se situe dans une fenêtre de 150 à 300 jours. 
Quant au turnover du collagène, il représente 10% de celui des 
glycosaminoglycanes (Dewire and Einhorn, 2001). Enfin, des composés 
additionnels sont rencontrés dans la matrice, tels que les fibronectines, les 
anchorines, impliquées dans les interactions chondrocyte-collagène (Eurell and 
Van Sickle, 1998), et qui représentent 10% du poids sec du cartilage (Todhunter, 




Figure 2 : Schéma de l’organisation des éléments de la matrice extra-cellulaire. 
Selon Poole et al. 2001 
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b. Organisation en couches 
 
L’organisation spatiale et la composition en collagène de la matrice varient 
au sein du cartilage. La teneur en eau et en collagène diminue de la surface 
articulaire vers l’os sous-chondral, alors que le contenu en protéoglycanes varie en 
sens inverse. 
Le cartilage articulaire mature peut être subdivisé en quatre zones (cf. 
description ci-dessous) de la surface articulaire à l’os sous-chondral, basées sur 
l’orientation des fibres de collagène et des chondrocytes : c’est le modèle en 




Figure 3 : Orientation générale des fibres de collagène de type II dans la MEC du 
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✗ Zone superficielle ou tangentielle 
En contact direct avec l’espace articulaire, d’une épaisseur comprise entre 
200 et 600 µm, c’est la partie du cartilage la plus riche en fibres de collagène, mais 
aussi la plus pauvre en aggrécanes. Les chondrocytes sont entourés d’une maille 
serrée de fines fibrilles de collagène, de diamètre moyen 20 nm, parallèles entre 
elles et à la surface du cartilage articulaire (Dewire and Einhorn, 2001; Poole et 
al., 2001) (Fig. 4). 
La partie la plus superficielle de cette zone forme une mince ligne, brillante 
lorsqu’elle est observée au microscope à contrastes de phases : c’est la « lamina 
splendens », acellulaire mais très dense en fibres de collagène, décrite pour la 
première fois par MacConaill (1951). Cette zone fournit la plus grande résistance à 
l’étirement de tout le cartilage articulaire (Akizuki et al., 1986), d’où sa capacité à 
s’adapter aux forces de tension, de compression et de cisaillement que l’on 
rencontre dans une articulation. Elle joue aussi le rôle d’une barrière pour les 
molécules présentes dans le liquide synovial, leur permettant ou non de pénétrer 
dans le cartilage pour sa nutrition (Hughes et al., 2005). 
 
✗ Zone moyenne ou transitionnelle  
Elle compte pour 40 à 60% de l’épaisseur du cartilage. La densité cellulaire 
diminue ici par rapport à la zone précédente (Poole et al., 2001). On retrouve 
l’aspect morphologique typique d’un cartilage hyalin, avec plus de cellules 
arrondies et une vaste MEC riche en protéoglycanes-aggrécanes. Deux types de 
fibres de collagène, organisés de façon aléatoire, sont présents ici : des fibres de 
gros diamètre (10-80 nm de diamètre) orientées de façon oblique vers 
l’articulation, et des fibres de plus petit diamètre (4-10 nm de diamètre), disposées 
au hasard et fournissant un support aux grosses fibres (Poole et al., 2001) (Fig. 4). 
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✗ Zone profonde ou radiale  
C’est la zone la plus épaisse du cartilage articulaire, renfermant les plus 
gros chondrocytes. Arrondis, ceux-ci sont arrangés en colonnes courtes 
perpendiculaires à la surface articulaire. Leur métabolisme est moins actif que 
dans la zone précédente. Le contenu en aggrécanes et le diamètre des fibres sont 
maximals, bien que le contenu en collagène soit minimal. De même que les 
colonnes de chondrocytes, les fibres de collagène ont une orientation radiale 
(Dewire and Einhorn, 2001; Poole et al., 2001) (Fig. 4). 
 
✗ Zone calcifiée 
La tidemark constitue la zone de transition entre le cartilage non calcifié 
(ensemble des zones superficielle, moyenne et profonde) et le cartilage calcifié : 
c’est un front de minéralisation. Le cartilage calcifié représente une zone 
intermédiaire entre le cartilage non calcifié et l’os sous-chondral. Le cartilage est 
minéralisé avec de l’hydroxyapatite, assurant un ancrage aux fibres de la zone 
radiale. A ce niveau, les chondrocytes expriment généralement le phénotype 
hypertrophique : ces cellules sont uniques dans le sens où elles synthétisent le 
collagène de type X et peuvent calcifier la MEC (Poole et al., 2001).  Cette zone, 
ancrée à l’os sous-chondral par des fibres de collagène épaisses orientées 
perpendiculairement à la surface articulaire, joue un rôle essentiel dans la 
résistance aux forces de cisaillement (Dewire and Einhorn, 2001) (Fig. 4). 
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Figure 4 : Morphologie et orientation des chondrocytes et fibres de collagène 
dans le cartilage articulaire sain. Selon Frisbie 2006. 
 
 
Une division supplémentaire de la matrice de collagène est décrite dans les 
zones intermédiaire, profonde et calcifiée (Clarke, 1971; Clarke, 1974). Elle 
comprend d’une part la matrice territoriale, au contact direct des chondrocytes, 
formant une sorte de gaine très dense de fibres de collagène principalement 
orientées perpendiculairement à la surface articulaire, et qui montre une forte 
biréfringence en lumière polarisée, et d’autre part la matrice interterritoriale, dont 
l’organisation est plus isotropique.  
Des variations de structure par rapport au modèle décrit ci-dessus existent. 
Le nombre de couches présente une topographie variable en raison de 
modifications locales du réseau de collagène (Grunder, 2006). Ces variations 
reflètent une adaptation structurelle et optimisée du collagène aux besoins 
biomécaniques du cartilage. 
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D’autre part, il est évident que la structure du cartilage articulaire change 
avec l’âge. Sans parler de la croissance ou des processus liés au vieillissement, ce 
sont les mécanismes d’adaptation qui jouent un rôle fondamental (Grunder, 2006) : 
le réseau de collagène doit s’adapter à des mises en charge qui évoluent au cours 
du temps. 
 
1.1.2. Le collagène de type II, pilier de l’organisation du cartilage 
articulaire 
1.1.2.1. Structure microscopique 
Au sein du cartilage articulaire, le collagène de type II forme la majorité 
des fibres de collagène, soit près de 90% (Poole et al., 2001). Les 
glycosaminoglycanes y sont rattachés par de courtes fibres de collagène de type IX 
(Eurell and van Sickle, 2006). 
Le collagène de type II est synthétisé dans le réticulum endoplasmique 
rugueux (rER) du chondrocyte, sous forme de chaine pro-alpha comportant des 
extensions peptidiques N et C-terminales. Trois chaines pro-alpha vont s’unir en 
une triple hélice pour former le pro-collagène, dans la citerne du rER. Les 
molécules de procollagène sont ensuite transférées dans l’appareil de Golgi. Après 
clivage des extrémités propeptides par une enzyme appelée propeptidase, le 
tropocollagène ainsi formé quitte la cellule et s’assemble dans la MEC en fibrilles 
de collagène. Les fibrilles, visibles uniquement en microscopie électronique, 
mesurent jusqu’à plusieurs micromètres de longueur pour une largeur variable de 
10 à 300 nm, et se caractérisent par des striations transversales espacées de 67 nm. 
Un regroupement de plusieurs fibrilles forme une fibre de collagène, visible quant 
à elle en microscopie (Fig. 5). Les fibres de collagène sont blanches et sont 
visibles en histologie avec des colorations acides : elles deviennent rouges à roses 
à la coloration hématoxyline & éosine, rouges à la méthode de Van Gieson (Eyre 
et al., 1984). 
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Figure 5 : Caractéristiques 
moléculaires du collagène de type II : 
de la chaine alpha à la fibre de 
collagène. Selon Frisbie 2006. 
A. Chaine alpha 
B. Triple hélice 
C. Tropocollagène 
D. Fibrille de collagène 
E. Fibrille condensée 
F. Fibre de collagène 
 
 
En microscopie électronique, la surface du cartilage a un aspect ondulé à 
cause de l’organisation du collagène dans la couche superficielle (Dewire and 
Einhorn, 2001). Sa microstructure est hétérogène avec des variations entre les 
articulations, entre les surfaces porteuses et les non-porteuses, entre l’adulte et le 
jeune. L’organisation est d’ailleurs plus uniforme chez l’adulte (Todhunter, 1996). 
 
  
 12  
1.1.2.2. Un rôle essentiel 
La structure et la composition du cartilage articulaire sont le reflet de ses 
propriétés mécaniques. Ainsi, ses quelques millimètres d’épaisseur deviennent 
aptes à supporter les charges répétitives et cycliques qui s’exercent sur lui. 
Sa résistance à l’étirement (5% de la longueur initiale au maximum) et aux 
forces de cisaillement est en grande partie due à l’organisation des fibres de 
collagène de type II et aux liaisons covalentes hydroxypyridine présentes entre 
deux molécules adjacentes. Il est capable de résister aux forces de compression 
grâce aux propriétés visco-élastiques (Poole et al., 2001). Les protéoglycanes sont 
fortement liés à une matrice hydratée avec une turgescence inhérente qui résiste à 
la déformation par les forces de compression (Stevens and Lowe, 2005b). 
 
1.1.2.3. Etude du collagène au microscope en lumière polarisée après 
coloration au rouge picrosirius 
La  polarisation de la lumière est influencée par les structures situées dans 
son onde de propagation. Les différences entre les vitesses de chaque plan de 
lumière se traduisent par une variation de la lumière produite en terme d’intensité 
et de couleur, que l’on nomme biréfringence. Un microscope à lumière polarisée 
emploie ce principe en utilisant des filtres polarisants. Le polariseur est le premier 
filtre : il polarise la lumière avant qu’elle ne pénètre l’échantillon. Le deuxième 
filtre, appelé l’analyseur, est orienté à 90° par rapport au premier, et garde 
uniquement la lumière issue de l’échantillon. Par conséquent, la quantité de 
lumière observée est conditionnée par les positions relatives du polariseur, de 
l’analyseur et des structures anisotropes de l’échantillon. La plus grande 
biréfringence est obtenue pour un angle de 45° entre les filtres et les structures, et 
la plus faible pour un angle de 0° ou 90° (Hughes et al., 2005). 
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Les structures anisotropes, comme celles qui composent la plupart des 
tissus conjonctifs, redirigent la lumière dont elles sont traversées dans une 
direction qui peut révéler des détails structuraux plus précis qu’en lumière 
naturelle (Hughes et al., 2005). Depuis Benninghoff (1925), plusieurs auteurs 
utilisent le microscope à lumière polarisée pour l’étude du cartilage. En effet, 
l’orientation des fibres de collagène dans certaines zones histologiques du cartilage 
articulaire lui confère un caractère biréfringent, ce qui en fait un candidat idéal 
pour l’étude au microscope en lumière polarisée. Cette technique constitue 
certainement la référence pour l’étude de la structure tridimensionnelle du 
cartilage. 
Cependant, la biréfringence du cartilage est assez faible, la rendant ainsi 
difficile à détecter. Utiliser une coloration spécifique comme le rouge picrosirius 
permet de renforcer cette propriété (Puchtler and Sweat, 1964). Le rouge 
picrosirius colore tous les collagènes. Historiquement, l’association du rouge 
picrosirius avec l’acide picrique a été introduite en 1964 pour colorer les tissus 
conjonctifs (Puchtler and Sweat, 1964) en remplacement de la méthode à la 
fuchsine acide de Van Gieson. Le collagène étant une protéine basique, son 
interaction avec le colorant se fait à pH acide, pour un pH optimal de 2, entre les 
groupes acides sulfoniques du colorant et les groupes basiques du collagène. La 
molécule de colorant se lie à celle de collagène de façon à ce que leurs grands axes 
soient parallèles. Une étape préalable de digestion à la papaïne élimine les 
protéoglycanes liés au collagène, ce qui facilite cette liaison. Cette relation de 
parallélisme se traduit, dans les tissus colorés au rouge picrosirius, par une 
augmentation d’au moins 700% de la biréfringence normale du collagène par 
rapport aux tissus colorés avec de l’acide picrique seul (Junqueira et al., 1979).  
 
On a d’abord attribué les variations de couleurs observées aux différents 
types de collagène présents dans les tissus. Cependant, on sait depuis 1989 grâce 
aux travaux de Dayan et al. (1989) que c’est le diamètre des fibres qui conditionne 
la couleur, ainsi que la densité de l’empaquetage des fibres et leur alignement dans 
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l’espace : la gamme de couleur s’étend du vert pour les fibres les plus fines (0,8 
µm ou moins) au rouge-orangé pour les plus épaisses (1,6 à 2,4 µm), en passant 
par le jaune pour des fibres intermédiaires. 
Le rouge picrosirius a été utilisé récemment pour l’étude de la structure du 
réseau de collagène adulte chez le bovin (Olivier et al., 2001), la souris (Hughes et 
al., 2005) et le cheval (Lecocq et al., 2008). En microscopie en lumière polarisée, 
cette coloration révèle une stratification en quatre zones, dont l’apparence traduit 
une organisation comparable à la structure en arcades de Benninghoff (Fig. 6). La 
zone la plus superficielle, mince, jaune à orangée, très biréfringente, traduit une 
orientation préférentielle des fibres de collagène parallèlement à la surface 
articulaire (zone superficielle). Chez la souris, Hughes et al. (2005) décrit bien la 
lamina splendens comme une ligne claire en surface. Puis, on trouve une zone 
foncée, brun-noir, dépourvue de biréfringence, indiquant une orientation aléatoire 
des fibres de collagène (zone transitionnelle). Une large zone jaune-vert suit, 
modérément biréfringente, comportant des fibres de collagène orientées 
majoritairement de façon radiale (zone profonde). Enfin, au contact de l’os sous-
chondral, se situe une zone brun-verdâtre exhibant une faible biréfringence et 
aucune organisation préférentielle des fibres de collagène (zone calcifiée). 
L’épaisseur de chacune de ces zones varie selon l’espèce étudiée. 
 
Figure 6 : Cartilage articulaire du tibia distal d’un cheval adulte, coloré avec du 
rouge picrosirius et observé sous lumière polarisée. Zone tangentielle (I), zone 
transitionnelle (II), zone radiale (III), zone calcifiée (IV). Selon Lecocq et al. 2008. 
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1.2. Variations structurales au cours du 
développement articulaire 
1.2.1. Formation de l’épiphyse : l’ossification endochondrale   
 
L’ossification endochondrale est le processus par lequel se forment, chez le 
fœtus en développement, les os longs et courts à partir d’un modèle cartilagineux 
préformé (Stevens and Lowe, 2005a). Ceci débute chez l’embryon, pour permettre 
la formation puis l’élongation et l’épaississement des os jusqu’à atteindre la 
maturité osseuse (Olsson and Reiland, 1978). Plusieurs étapes se succèdent, et il 
reste encore des zones d’ombre pour comprendre parfaitement ce processus. On 
assiste d’abord à l’ossification de travées de tissu cartilagineux par de l’os 
réticulaire immature : c’est l’ossification endochondrale primaire. Puis cet os 
immature est à son tour remplacé entièrement par un os mature lamellaire : c’est 
l’ossification secondaire. 
 
1.2.1.1. Les étapes de l’ossification endochondrale (Fig.7) 
Le cartilage hyalin se développe à partir d’une masse de tissu 
mésenchymateux immature qui présente à peu près la forme de l’os. Dans le cas 
des os longs, ceci inclut une partie allongée (la diaphyse), et des extrémités en 
forme de massue (les épiphyses). Un centre de chondrification se forme par 
différenciation des cellules mésenchymateuses en chondrocytes. 
A ce moment là, se forme la cavité synoviale par résorption d’une zone 
appelée interzone qui se situe entre deux os adjacents (Rivas and Shapiro, 2002) : 
c’est le phénomène de cavitation. La couche de cartilage qui recouvre les 
extrémités de l’os long va persister dans le temps : elle ne sera pas transformée en 
os et deviendra le cartilage articulaire (Stevens and Lowe, 1997). 
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La résorption du cartilage au milieu de la diaphyse forme le centre 
d’ossification primaire (ou diaphysaire) : ceci permet l’afflux d’ostéoblastes qui 
sécrètent l’ostéoïde, matrice qui sera par la suite minéralisée. 
Au milieu de l’épiphyse, des chondrocytes grandissent et maturent, puis 
dégénèrent progressivement et meurent (Eurell and van Sickle, 2006). Des 
vaisseaux sanguins issus du périoste envahissent alors la zone de chondrocytes 
hypertrophiés dégénérés : ils sont accompagnés de progéniteurs osseux appelés 
péricytes, et de cellules mésenchymateuses indifférenciées, le tout initiant un 
centre d’ossification secondaire (ou épiphysaire) au centre de l’épiphyse. 
Les cellules ostéoprogénitrices du centre d’ossification secondaire se 
transforment en ostéoblastes. Ils commencent à déposer de l’ostéoïde qui remplace 
progressivement le centre d’ossification secondaire (Eurell and van Sickle, 2006). 
En parallèle, une plaque transversale de cartilage hyalin en prolifération 
active, appelée plaque de croissance, plaque épiphysaire ou encore cartilage de 
conjugaison, se forme, interposée entre l’épiphyse et la métaphyse. Elle permet 
principalement la croissance longitudinale des os longs jusqu’à la puberté par 
production d’os spongieux. Chez les espèces domestiques, cette physe fonctionne 
jusqu’à la puberté avant de s’ossifier à son tour (Rivas and Shapiro, 2002; Stevens 
and Lowe, 2006). 
A la naissance, chez les Mammifères, la diaphyse est ossifiée alors que 
certaines épiphyses sont encore partiellement cartilagineuses, incomplètement 
ossifiées. Le cheval est plus précoce que les autres espèces en terme d’ossification 
endochondrale des épiphyses, ce qui lui confère une capacité locomotrice totale 
très rapidement après la naissance (Firth and Poulos, 1982). Il faut ajouter que les 
changements structuraux diffèrent dans le temps selon les os, et pour un même os 
en fonction de l’épiphyse concernée, tout en conservant le même fil directeur d’un 
point de vue structural. Effectivement, la croissance des os longs débute avec les 
éléments les plus proximaux, soit l’humérus et le fémur. Au sein d’un même 
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segment osseux, l’ossification endochondrale est plus précoce proximalement 
(Rivas and Shapiro, 2002). A l’inverse, ce sont les plaques de croissance distales 
qui se ferment en premier. Dans l’espèce équine, vers 24-36 mois, les plaques de 
croissance proximales du fémur et de l’humérus sont les dernières des membres à 
se fermer (Butler et al., 2008). 
Finalement, la croissance de l’individu s’achève par la fermeture des 
plaques de croissance des os et leur minéralisation complète (synostose), alors 
qu’une fine couche de cartilage hyalin spécialisé persiste à l’extrémité des 
épiphyses : c’est le cartilage articulaire (van de Lest et al., 2004). 
 
 
Figure 7 : Etapes de l’ossification endochondrale d’un os long. Selon van Weeren 
2006. 
 
1.2.1.2. Croissance des épiphyses 
Les épiphyses se développent à partir du cartilage de croissance, qui sera 
transformé en tissu osseux par le mécanisme d’ossification endochondrale décrit 
ci-dessus. Ce cartilage à forte activité mitotique, se subdivise en 3 régions (Fig.8) : 
la plaque de croissance métaphysaire (croissance en longueur de la diaphyse et de 
la métaphyse), la plaque de croissance du centre d’ossification secondaire ou 
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cartilage de croissance épiphysaire (croissance en largeur, contribution à la forme 
et au volume de l’épiphyse), et le cartilage de croissance épiphysaire sub-
articulaire (juste au contact du futur cartilage articulaire). 
Le cartilage de croissance est divisé en zones correspondant aux étapes de 
formation de l’os sous-chondral. Les deux plaques de croissance (métaphysaire et 
du centre d’ossification secondaire) révèlent les quatre mêmes zones à l’histologie 
(Fig. 8). 
La zone la plus éloignée du front d’ossification est la zone de repos ou de 
réserve des chondrocytes. Les chondrocytes germinaux, ou chondrocytes de 
réserve, sont peu actifs et sont alimentés par les vaisseaux sanguins épiphysaires, 
au sein d’une abondante MEC (Cormack, 1993; Poole, 1991). 
En se rapprochant du front d’ossification, on rencontre ensuite la zone de 
prolifération, où les chondrocytes s’aplatissent, se divisent rapidement et 
s’organisent en colonnes, d’orientation longitudinale dans la plaque de croissance 
métaphysaire, et radiale dans la plaque de croissance du centre d’ossification 
secondaire, permettant une croissance en longueur et en circonférence, 
respectivement (Poole, 1991). 
Puis, après une brève zone de transition, on trouve la zone hypertrophique 
ou zone  de maturation. L’augmentation de volume des chondrocytes est 
attribuable à la présence de vacuoles renfermant du collagène de type X et de la 
phosphatase alcaline, qui sont libérées dans la MEC pour assurer sa calcification 
(Alini et al., 1992; Gomori, 1943). 
Enfin, au niveau du front d’ossification, on entre dans la zone calcifiée : de 
multiples petits foyers de calcification s’élargissent pour finalement fusionner. Les 
chondrocytes hypertrophiques dégénèrent puis meurent par privation de 
nutriments. Le dernier stade du processus hypertrophique correspond à l’apoptose 
(Hatori et al., 1995). Ceci libère de larges travées verticales, à leur tour colonisées 
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par les éléments du front d’ossification : vaisseaux sanguins, ostéoclastes, 
précurseurs des ostéoblastes, cellules de la moelle osseuse. 
Le tissu cartilagineux calcifié est alors peu à peu remplacé par du tissu 
osseux : c’est l’ossification endochondrale proprement dite. 
Le centre d’ossification secondaire progresse ainsi en taille, jusqu’à ce que 
le front d’ossification arrive au contact du futur cartilage articulaire. Le cartilage 
de croissance a alors totalement disparu. On ne sait pas encore ce qui arrête les 
mécanismes d’ossification lorsque celle-ci arrive au contact du cartilage articulaire 
(Alvarez et al., 2005). 
 
 
Figure 8 : Schéma du cartilage de croissance. Selon Cormack 1993. 
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1.2.2. Le collagène au cours du développement épiphysaire 
1.2.2.1. Changement de composition 
Il semble que le développement épiphysaire implique à la fois une 
dégradation et une synthèse de molécules de collagène, et l’assemblage de 
nouvelles fibres (Rieppo et al., 2009).  
La composition du maillage de collagène change au cours du 
développement postnatal. Le collagène de type II, le plus abondant et le plus 
important d’un point de vue biomécanique, reste présent dans la MEC tout au long 
de la croissance (Morrison et al., 1996). A l’inverse, la proportion des autres types 
de collagène varie beaucoup. Le collagène de type I, présent à la naissance, 
disparait rapidement de la MEC, pour subsister dans l’articulation uniquement au 
niveau des insertions tendineuses et ligamentaires. D’abord largement distribué 
dans la matrice cartilagineuse, le collagène de type VI se concentre au cours du 
temps à la matrice péricellulaire du cartilage articulaire (Morrison et al., 1996). 
Par ailleurs, le schéma de distribution du collagène de type X change 
radicalement : la matrice interterritoriale du cartilage de croissance in utero 
contient du collagène de type X, et le perd rapidement au cours du développement 
(Morrison et al., 1996). 
Ainsi, on peut penser que l’effet d’un tel changement qualitatif de la 
matrice pourrait influencer à la fois la biologie et la mécanique du cartilage 
articulaire adulte.  
 
1.2.2.2. Changement structural d’organisation du réseau de collagène 
La formation et le développement du cartilage articulaire sont dépendants 
du phénomène de cavitation, qui, nous l’avons vu, voit disparaitre l’interzone et se 
créer la cavité articulaire entre deux os longs juxtaposés (Rivas and Shapiro, 
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2002). La formation du cartilage articulaire est donc plus précoce que le 
développement des épiphyses. 
Récemment, plusieurs études ont montré que le réseau de collagène 
articulaire subit des changements significatifs et un remodelage lors de la 
croissance, pour acquérir son organisation définitive selon le modèle en arcades de 
Benninghoff décrit précédemment (Rieppo et al., 2009). Ces changements 
dépendent de la profondeur du tissu et de la surface articulaire impliquée 
(Julkunen et al., 2010). De plus, il a été montré chez le porc que l’épaisseur du 
cartilage articulaire diminue progressivement au cours de sa maturation (Rieppo et 
al., 2009). 
Cependant, il faut noter que seul un nombre limité d’études s’est penché 
sur le déroulement de ces évènements, surtout en ce qui concerne la période de 
développement in utero. 
Dans la première partie de la période postnatale, en même temps que 
l’amincissement du cartilage, on passe progressivement d’une orientation plus ou 
moins homogène à la structure en arcades de Beninnghoff que l’on retrouve chez 
l’adulte (Julkunen et al., 2009; Julkunen et al., 2010; Rieppo et al., 2009; van 
Turnhout et al., 2008). Ceci a été démontré chez plusieurs espèces, telles que le 
porc, le lapin et le cheval. Le potentiel de remodelage de la structure du réseau 
collagénique étant limité chez l’adulte, la structure de Beninnghoff doit se 
développer avant que l’animal atteigne la maturité, et de façon adaptée (van 
Turnhout et al., 2008). L’orientation des fibres change, en premier lieu à une 
profondeur correspondant à la limite proximale de la future zone transitionnelle 
(van Turnhout et al., 2010). 
 
La chronologie du développement structural du cartilage articulaire a bien 
été décrite chez la souris (Hughes et al., 2005) et chez le cheval (Lecocq et al., 
2008), en utilisant la coloration rouge picrosirius combinée à la microscopie en 
lumière polarisée. Bien que les âges de survenue des changements diffèrent, la 
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succession des évènements est sensiblement identique dans les deux espèces. 
Avant la formation du centre d’ossification secondaire, l’épiphyse montre une 
apparence très homogène, dépourvue de biréfringence : dans ce tissu plutôt 
indifférencié, on ne distingue pas encore le cartilage articulaire du cartilage de 
croissance épiphysaire. Parallèlement à la hausse du contenu en collagène de la 
MEC, on remarque une augmentation de sa biréfringence. Elle apparait d’abord en 
surface avec des fibres d’orientation parallèle, à 5 jours d’âge chez la souris (Fig. 
9A), et à partir de 6 mois de gestation chez le cheval. Petit à petit, la biréfringence 
du tissu change, avec l’apparition de fibres orientées radialement (Fig. 9B), et les 
différentes zones du modèle en arcades se définissent (Fig. 9C). La zone calcifiée 
est la dernière à se former, et devient distincte de la zone profonde à l’âge de 3 
semaines chez la souris (Hughes et al., 2005), et tard dans le développement du 
poulain. La structure adulte est atteinte à 25 jours d’âge chez la souris (Fig. 9D), 
10 mois chez le cheval. Chez l’homme, la transition d’une organisation juvénile 
comportant 5 ou 6 couches à un modèle adulte en arcades semble s’effectuer entre 
11 et 14 ans (Grunder, 2006). 
 
 
Figure 9. Etapes du développement du cartilage articulaire de souris, coloré au 
rouge picrosirius et observé en lumière polarisée. [A] 5 jours ; [B] 7 jours ; [C] 
12 jours ; [D] adulte. Selon Hughes et al. 2005. 
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Les études s’accordent sur une organisation du réseau de collagène encore 
plus ou moins immature à la naissance, quelque soit l’espèce. Brama et al. (2000) 
soutient le fait qu’un poulain nait avec un cartilage homogène d’un point de vue de 
sa composition biochimique. La microscopie en lumière polarisée quantitative a 
révélé une orientation des fibres de collagène majoritairement parallèle à la surface 
articulaire et ce, au travers de toute l’épaisseur du cartilage articulaire, chez le 
poulain nouveau-né (van Turnhout et al., 2008) et chez l’agneau âgé de 2 semaines 
(van Turnhout et al., 2010). Chez le porc, le cartilage articulaire de la trochlée 
latérale du fémur n’est pas encore organisé selon un modèle à plusieurs couches à 
l’âge de 4 mois (Rieppo et al., 2009). Toutefois, le travail récent de Lecocq et al. 
(2008) indique que le cartilage articulaire du poulain nouveau-né aurait une 
organisation plus avancée que ce qui a été démontré jusqu’alors chez d’autres 
espèces, avec 4 couches distinctes de collagène d’orientation différente (Fig. 10). 
 
 
Figure 10. Cartilage articulaire du tibia distal d’un fœtus équin à 9 mois de 
gestation, coloré au rouge picrosirius et observé en lumière polarisée. Zone 
superficielle (I), zone transitionnelle (II), zone radiale (III), zone calcifiée (IV). 
Selon Lecocq et al. 2008 
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1.2.2.3. Changement de propriétés fonctionnelles et effet de la mise en 
charge 
D’un point de vue biomécanique, le cartilage du fœtus est homogène, ne 
montrant aucune différence d’un site à l’autre d’une même articulation. Au fur et à 
mesure de la croissance et de la maturation des tissus, le cartilage devient 
progressivement hétérogène, sur le plan de l’épaisseur et de la raideur à la 
compression (Brommer et al., 2005). 
La diversité des types de pression qui s’exercent sur les surfaces 
articulaires peut expliquer les différences dans le rythme du développement du 
réseau de collagène en période postnatale entre le tibia et le fémur (Julkunen et al., 
2010). Les résultats de l’étude de Brommer et al. (2005) suggèrent que les 
changements biomécaniques sont contrôlés par la mise en charge des articulations. 
Chez le fœtus, le parallélisme de la majorité des fibres entre elles et à la surface 
articulaire résulte en un cartilage dynamiquement très raide. Sous l’influence de la 
mise en charge, les fibres prennent progressivement leur orientation définitive en 
arcades. Les bordures des articulations sont pourvues d’un cartilage moins raide, 
ce qui joue possiblement un rôle dans l’absorption des forces d’impact (Brommer 
et al., 2005). 
L’organisation déjà avancée du cartilage articulaire à la naissance chez le 
poulain donne à penser que des éléments présents in utero favorisent la maturation 
du cartilage de façon à ce que celui-ci soit presque fonctionnel à la naissance pour 
permettre à l’animal de se tenir debout. Récemment, la participation de facteurs de 
croissance a été avancée (Khan et al., 2011). 
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1.3. L’ostéochondrose : un problème dans le 
développement de l’épiphyse 
1.3.1. Définition  
L’OC fait partie du complexe des maladies orthopédiques de 
développement (DOD : Developmental Orthopedic disease) défini en 1986 par 
l’Association Américaine des Quarter Horse (Hurtig and Pool, 1996). 
Elle se définit comme une affection dégénérative du jeune, animal ou 
humain, en croissance. On la retrouve chez l’humain, le porc, le cheval, le chien et 
les bovins (van de Lest et al., 2004), à certains sites de prédilection. Par la suite, 
nous évoquerons seulement l’OC du cartilage articulaire : en effet, cette pathologie 
peut aussi affecter la plaque de croissance métaphysaire, mais sans implication 
clinique à long terme chez le cheval. 
 
1.3.2. Quelques éléments de pathophysiologie 
La lésion primaire résulte d’une perturbation focale dans les étapes du 
processus d’ossification endochondrale, ceci est commun à toutes les espèces 
susceptibles (Olsson and Reiland, 1978). 
On assiste alors à un épaississement focal et une rétention du tissu 
cartilagineux de croissance dans un environnement qui, lui, s’ossifie (Hurtig and 
Pool, 1996; Pool, 1993). Cet îlot de cartilage dégénère puis nécrose, car situé trop 
profondément pour que le liquide synovial puisse lui parvenir pour assurer sa 
nutrition (Douglas, 2003). 
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L’évolution de la lésion primaire, souvent d’aspect sub-clinique, peut 
prendre deux directions, ce qui donne à l’OC un caractère spécial (van de Lest et 
al., 2004) : 
- Evolution favorable : la lésion primaire régresse et disparait. Entourée par 
la vascularisation de l’os sous-chondral, la lésion est revascularisée et 
l’ossification endochondrale peut alors reprendre et achever sa minéralisation. La 
lésion guérit (Ekman and Carlson, 1998). 
- Evolution défavorable : la lésion primaire s’aggrave. D’un point de vue 
de la nomenclature, on réserve le terme « ostéochondrose » à des lésions peu 
évoluées sans détachement de fragment. Si la jonction ostéochondrale défectueuse 
donne lieu à une séparation selon un plan de dissection et à la formation d’un volet 
de cartilage partiellement ou totalement détaché, entrainant l’apparition de signes 
cliniques de synovite et de douleur, on utilise alors le terme d’« ostéochondrite 
disséquante » (OCD) (Douglas, 2003; Ekman and Carlson, 1998; Pool, 1993; van 
Weeren, 2006). Dans d’autres cas, le cartilage dégénéré est retenu dans l’os, il 
forme alors ce qu’on appelle un kyste osseux sous-chondral (Siffert, 1981). 
Cette perturbation se manifeste durant une courte fenêtre de temps de la vie 
de l’individu (Hurtig and Pool, 1996) : chez le cheval, les lésions d’OC ont le plus 
de chance de se développer avant l’âge de 3 mois, soit pendant la phase de 
croissance la plus intense (Bohanon, 1995). Selon Donabedian et al. (2008), cette 
période peut s’étendre jusqu’à l’âge de 5 mois. Paradoxalement, c’est aussi durant 
cette période que les lésions ont aussi le plus de chances de se résoudre 
spontanément. 
En effet, l’efficacité des mécanismes de réparation du cartilage articulaire 
est liée au taux du remodelage de la MEC, qui, on le sait, diminue rapidement 
après la naissance. Ainsi la capacité de réparation décroit rapidement après la 
naissance, et au-delà d’un certain seuil, elle n’est plus possible. Pour l’articulation 
fémoro-patellaire, cette fenêtre de temps dure 8 à 9 mois (van Weeren, 2006). 
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1.3.3. Collagène et ostéochondrose 
Bien que la pathogénie de l’OC fasse intervenir de nombreux éléments, et 
qu’il persiste encore des zones d’ombre, nous nous focaliserons seulement sur le 
rôle pressenti du collagène dans la pathogénie de cette maladie. En effet, plusieurs 
éléments assez récents plaident une nouvelle fois en faveur d’une implication d’un 
trouble du métabolisme du collagène dans le cartilage atteint d’OC (Laverty et al., 
2000; van de Lest et al., 2004). 
 
Deux éléments principaux permettent au cartilage de jouer son rôle d’un 
point de vue biomécanique : l’organisation structurelle du cartilage et la 
composition moléculaire de la matrice. Comme décrit précédemment, le collagène 
de type II est l’un des composants majoritaires du cartilage articulaire, et celui qui 
lui confère ses propriétés biomécaniques. Nous avons déjà commenté 
l’organisation structurelle du cartilage immature et mature, ainsi que sa  
composition normale en collagène de type II. Les sections suivantes exposeront les 
résultats émergents en recherche, qui mettent en cause des anomalies du 
métabolisme du collagène de type II dans la formation des lésions d’OC. 
 
1.3.3.1. Excès de dégradation et de perte du collagène lors 
d’ostéochondrose 
Dans des conditions normales, le collagène de type II est insoluble en 
raison de la présence des liaisons intra-moléculaires. Dans une étude portant sur 
des modèles expérimentaux d’OCD, la solubilité du collagène de type II dans le 
cartilage articulaire de poulains âgés de 4 à 7 mois est accrue, de trois à six fois 
plus élevée que dans du tissu sain (Bridges and Harris, 1988). Cette augmentation 
de solubilité reflète un défaut de polymérisation des molécules de collagène dû à 
une anomalie de fonction de la lysyl oxydase, et pourrait être secondaire à la 
nécrose des chondrocytes. 
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Les seules enzymes capables de dégrader le collagène de type II dans le 
cartilage sont les collagénases MMP-13 ou la cathepsine K chez l’humain et le 
cheval. La triple hélice de collagène se déroule alors, permettant à d’autres 
enzymes de dégrader les fragments produits. Ce phénomène se produit chez les 
adultes atteints d’ostéoarthrose. Il est aussi intéressant de noter que lors de 
l’ossification endochondrale, l’activité de la MMP-13 (Wu et al., 2002) et de la 
cathepsine K (Laverty, données non publiées) est accrue dans la plaque de 
croissance, menant à une dégradation du cartilage suite à l’hypertrophie des 
chondrocytes. Cette étape est nécessaire au dépôt futur d’ostéoïde par les 
ostéoblastes.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                            
Une perturbation du métabolisme, orientée vers la dégradation excessive du 
collagène de type II, a été mise en évidence de façon indirecte : Laverty et al. 
(2002) ont constaté une augmentation de l’épitope COL2-3/4Cshort, produit de la 
dégradation du collagène de type II par la MMP-13, dans des explants de cartilage 
ostéochondritique de poulains âgés de 7 à 12 mois, comparé à du cartilage sain. 
Ces résultats confirment que la dégradation enzymatique du collagène par la 
MMP-13 est aussi accrue dans les lésions d’OC, et que le phénomène est similaire 
à ce qui survient dans les cas d’ostéoathrose. Toutefois, la cause de ce processus 
reste difficile à identifier : il pourrait être lié à une augmentation focale de 
l’activité enzymatique dans la plaque de croissance, ou plus simplement résulter 
d’une dégénérescence du cartilage dans un état d’OC plus chronique. Même si 
certains animaux étaient jeunes (7 mois), on sait que les lésions d’OC peuvent se 
développer plus tôt. Pour investiguer le véritable rôle des enzymes dans 
l’étiopathogénie des lésions d’OC, il conviendrait d’étudier ces lésions à des stades 
plus précoces. 
La MMP-1 est une collagénase capable de dégrader le collagène suite à un 
clivage primaire opéré par la MMP-13 ou la cathepsine K. Une baisse du taux de 
MMP-1 avec l’âge a été identifié dans le liquide synovial équin, et reflète le déclin 
physiologique du métabolisme du cartilage articulaire avec le temps (Brama et al., 
 29  
2004). Cette étude a également permis de mettre en évidence une activité de 
MMP-1 significativement plus élevée chez des poulains atteints d’OC que chez 
des individus sains de même âge. Ces résultats corroborent une augmentation de la 
dégradation du collagène lors d’OC, en accord avec l’étude précédente de Laverty 
et al. (2002) sur des explants de cartilage ostéochondritique. 
Néanmoins, il est surprenant de noter une augmentation significative du 
clivage du collagène de type II par les collagénases lors d’OC, mais aucune 
évidence d’une hausse de dégradation des protéoglycanes (Laverty et al., 2002). 
En effet, ce sont deux molécules essentielles dans la structure du cartilage. Si le 
mécanisme de dégradation est primaire et dû à une dégénérescence causée par la 
chronicité des lésions, une dégradation des protéoglycanes devrait également 
survenir, comme lors d’ostéoarthrose. Par conséquent, cette dégradation sélective 
du collagène dans le cartilage ostéochondritique appuie l’hypothèse d’une atteinte 
spécifique du collagène dans cette pathologie. 
Outre les collagénases, l’expression des gélatinases MMP-2 et MMP-9 
apparait également plus soutenue dans le cartilage atteint d’OC que dans le 
cartilage sain (Al-Hizab et al., 2002). 
Par ailleurs, en fonction du stade d’évolution des lésions d’OC, d’autres 
chercheurs ont aussi remarqué des différences notables concernant le contenu en 
collagène. Chez des poulains de 5 à 11 mois, pour des lésions précoces d’OC, on 
note une baisse significative du contenu total en collagène, à la fois dans le 
cartilage articulaire et l’os sous-chondral (van de Lest et al., 2004). Pour des 
lésions de stade plus avancé, la baisse des collagènes totaux se poursuit seulement 
dans le cartilage articulaire (van de Lest et al., 2004). Il est intéressant de noter que 
cette réduction significative de la proportion du collagène dans le cartilage 
articulaire affecté par l’OCD a aussi été démontrée chez le porc (Wardale and 
Duance, 1994). Cette perte en collagène du cartilage articulaire pourrait être due à 
une dégradation accrue de cette molécule, qui, dans sa forme triple hélice, est très 
résistante à la digestion enzymatique, ou bien à une diminution de sa synthèse. 
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Ainsi, plusieurs études issues de laboratoires différents ont démontré une 
hausse significative de l’activité enzymatique des collagénases dans le cartilage 
ostéochondritique équin, suggérant ainsi une dégradation accrue et sélective du 
collagène dans cette maladie, et par conséquent une diminution du contenu en 
collagène du cartilage articulaire. Il reste désormais à déterminer le caractère 
primaire ou secondaire de ces changements. 
 
1.3.3.2. Augmentation de la synthèse du collagène lors d'ostéochondrose 
Il est maintenant possible de suivre la synthèse du collagène de type II dans 
le cartilage articulaire in vivo grâce au développement d’un biomarqueur pour 
mesurer le propeptide C (CPII), dans le liquide synovial et le sérum (Nelson et al., 
1998). Il a été rapporté, pour la première fois en 2000, que le CPII, qui reflète la 
synthèse du pro-collagène de type II, est augmenté chez les jeunes animaux 
atteints d’OC (Laverty et al., 2000) : on le retrouve en quantité augmentée dans le 
liquide synovial. Par la suite, il a aussi été prouvé que l’élévation des taux sériques 
de CPII est un bon indicateur des lésions d’OC présentes ou en développement au 
cours de la première année de vie des poulains (Billinghurst et al., 2004). 
La synthèse de collagène commence par des fibrilles de petit diamètre qui 
s’assemblent ensuite pour aboutir à une fibre de collagène. Une augmentation des 
fibres de collagène de petit diamètre a été observée dans la MEC de lésions d’OC 
de porcs, en comparaison avec du cartilage sain, soutenant aussi l’idée d’une 
synthèse accrue de collagène de type II dans les lésions d’OCD (Carlson et al., 
1986; Ekman et al., 1990). 
Par conséquent, la synthèse accrue de collagène lors d’OCD peut être 
attribuable à un débalancement de son métabolisme ou bien refléter un processus 
de guérison de lésions. 
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1.3.3.3. Modifications post-translationnelles du collagène de type II 
Les liaisons covalentes entre molécules de collagène constituent la base de 
la solidité et de la force du collagène, lui conférant ainsi un rôle majeur dans la 
biomécanique du cartilage articulaire. Les fibres de collagène de type II 
nouvellement synthétisées présentent moins de liaisons transversales entre elles 
que les fibres plus matures (Billinghurst et al., 2004; van de Lest et al., 2004). 
Dans les lésions précoces d’OCD, des différences dans les modifications post-
translationnelles du collagène de type II, ainsi que dans les liaisons covalentes 
entre les molécules de collagène, ont été montrées (van de Lest et al., 2004). 
Aucun de ces changements n’affecte l’os sous-chondral. Dans un modèle d’OCD 
expérimentalement induit par déficience en cuivre, le cartilage articulaire des 
poulains atteints affiche un nombre de liaisons entre molécules de collagène 
moindre que dans du tissu sain, bien que ce modèle ne soit plus considéré 
approprié pour le type d’OCD vu en clinique. On peut donc considérer qu’un 
renouvellement intense des fibres de collagène survient lors d’OC en raison de 
modifications post-translationnelles. Ceci est une preuve supplémentaire d’un 
dysfonctionnement du métabolisme du collagène, qu’il soit primaire ou 
secondaire. 
 
Ainsi, tous ces résultats semblent indiquer une activité métabolique 
globalement accrue, notamment un turnover marqué du collagène de type II, 
susceptible d’affaiblir la MEC et de provoquer plus facilement une lésion d’OC à 
l’occasion d’une mise en charge trop importante par exemple. 
Il faut souligner que, malgré le fait que ces données mettent en évidence un 
rôle important du métabolisme du collagène pendant les phases précoces de l’OC, 
il n’existe aucune preuve que ces changements sont des évènements primaires. Il 
est possible, et même probable, que les changements affectant le métabolisme du 
collagène soient secondaires à des évènements survenant dans les mécanismes de 
régulation en amont. 
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Un facteur de complication est le caractère extrêmement dynamique de la 
maladie chez les très jeunes animaux : des lésions visibles durant les premiers 
mois de vie peuvent se développer ou bien régresser, et ce de manière partielle ou 
totale (van Weeren, 2006). Dans l’articulation fémoro-patellaire, aucune anomalie 
n’est visible au cours des premiers mois de vie : les lésions font leur apparition 
vers 3 mois d’âge, avec un pic autour de 6 mois. La majeure partie d’entre elles 
régresse, une minorité persiste. Ces observations soutiennent l’idée que l’OC 
clinique est sous-tendue par deux processus distincts mais concomitants : un 
élément étiologique qui initie la formation des lésions, et un processus réparateur 
au succès partiel. 
Il est possible que le turnover anormalement élevé du collagène mentionné 
précédemment soit lié à ce procédé de réparation, plutôt qu’il soit la cause 
primaire de la pathologie. La capacité naturelle de guérison du cartilage articulaire, 
que reflète le fort turnover du collagène, est à son maximum chez le jeune poulain 
puis diminue exponentiellement avec l’âge, pour devenir extrêmement faible chez 
l’individu mature. 
Nous venons de voir que plusieurs études ont démontré des altérations 
variées du collagène dans le cartilage atteint d’OC, telles un contenu modifié, une 
dégradation enzymatique plus intense accompagnée d’une synthèse accrue. Ces 
mécanismes reflètent peut-être un simple processus dégénératif, mais pourraient 
bien renfermer une, si ce n’est la, clé de la pathogénie de l’OC. 
La biomécanique du cartilage articulaire est déterminée non seulement par 
sa composition, mais également par la structure du réseau de collagène : étudier 
l’organisation de cette dernière permettra aussi de mieux comprendre la maladie 
(Lecocq et al., 2008). De nouvelles études sont nécessaires pour préciser cela, 
portant à la fois sur du cartilage lésé, mais aussi sur du cartilage sain, dans le but 
de mieux comprendre l’organisation et les caractéristiques d’un réseau de 
collagène sain, particulièrement chez les jeunes poulains.  
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1.4. Intérêt de l’IRM dans l’étude du cartilage 
1.4.1. Intérêt du développement de l’IRM dans les dernières années 
On note un intérêt grandissant pour l’IRM au cours des dernières années 
(Chalkias et al., 1994). En raison de l’excellent contraste des tissus mous qu’elle 
fournit, de son aptitude à visualiser directement le cartilage articulaire et sa 
capacité à imager dans plusieurs plans (Recht and Resnick, 1994), l’IRM est la 
modalité d’imagerie la plus prometteuse pour l’évaluation non invasive du 
cartilage articulaire et de ses lésions (Link et al., 2007). 
Imager le cartilage articulaire est un défi : sa finesse (maximum 4 mm) et 
ses courbes génèrent du volume partiel (Recht et al., 2005). 
La plupart des études se sont concentrées sur le cartilage articulaire 
anormal, mais peu d’études (Lehner et al., 1989; Modl et al., 1991; Murray et al., 
2005; Rubenstein et al., 1993) ont tenté de caractériser en profondeur le cartilage 
articulaire normal à l’IRM. 
 
1.4.2. Séquences IRM spécifiques dans l’évaluation du cartilage 
articulaire 
L’IRM repose sur l’analyse des propriétés électromagnétiques des noyaux 
d’hydrogène (protons) soumis à un champ magnétique puissant et à des ondes 
électromagnétiques, propriétés qui dépendent de la nature du tissu étudié (Loeuille 
et al., 2002). Les séquences IRM diffèrent entre elles par leur capacité à mettre en 
évidence tel ou tel tissu d’une région anatomique ou des lésions au sein d’un 
certain tissu. La matrice extracellulaire du cartilage articulaire renferme entre 65 et 
80% d’eau, et donc une grande quantité de protons qui sont à l’origine du signal 
IRM. La quantité d’eau et de protéoglycanes varie selon les couches de cartilage : 
ainsi la teneur en eau est plus élevée dans la zone tangentielle alors que la 
concentration en protéoglycanes est plus forte dans la zone transitionnelle (Cova 
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and Toffanin, 2002). Pour une séquence donnée, on s’attend donc à une variation 
d’intensité du signal si la proportion en eau du cartilage articulaire est modifiée 
lors d’un processus pathologique comme l’ostéoarthrose. 
Les séquences conventionnelles Spin-Echo (SE) pondérées en T1 ne 
permettent pas une bonne délimitation de l’interface entre le cartilage articulaire et 
le liquide synovial. Quant aux séquences pondérées en T2, elles ne distinguent pas 
les couches profondes du cartilage articulaire de l’os sous-chondral (Link et al., 
2007). 
Les séquences optimales pour évaluer le cartilage articulaire à 1,5 Tesla (T) 
sont la 3D-Spoiled Gradient Echo (3D-SPGR), la T2-weighted Fast Spin Echo 
(T2w-FSE) et la Proton Density Fast Spin Echo (PDw-FSE), ou encore la 
séquence mixte PD/T2w-FSE (Link et al., 2007; Tsou et al., 2006) . Cette dernière 
possède un meilleur contraste intrinsèque et est moins susceptible à l’angle 
magique. L’ajout de saturation de gras est utile pour visualiser la pathologie du 
cartilage articulaire. Yoshioka et al. (2004) ont comparé ces différentes séquences, 
et ont conclu à un diagnostic similaire dans la détection de lésions focales du 
cartilage articulaire. 
 
Figure 11. Lèvre médiale de la trochlée fémorale d’un poulain de 6 mois. 
Comparaison de deux séquences IRM : sagittale 3D SPGR (à gauche) et sagittale 
T2 FSE (à droite). Images : Université de Montréal 
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La séquence 3D-SPGR avec une épaisseur de coupe inférieure à 1 mm 
autorise une meilleure définition de la surface articulaire mais le temps 
d’acquisition est plus long que pour une FSE. Sur la 3D-SPGR, le cartilage 
articulaire sain apparait alors comme une zone bien définie hyperintense, et l’os 
sous-chondral apparaît hypointense (Fig. 11). Quant au liquide synovial, il est très 
hyperintense. La PDw-FSE est plus sensible pour mettre en évidence des 
altérations de la structure du cartilage articulaire avant que les défauts 
macroscopiques apparaissent en tant que tels. Sur cette séquence, la plaque sous-
chondrale (hypointense) se mêle à la portion profonde du cartilage. 
En général, les protocoles d’IRM du cartilage articulaire incluent au moins 
une séquence dans le plan sagittal. Ce plan d’acquisition permet l’évaluation du 
cartilage articulaire dans une orientation perpendiculaire à la majorité des forces 
de poids qui s’exercent sur l’articulation (Recht et al., 2005). L’optimisation des 
paramètres doit se faire individuellement pour chaque type d’appareil IRM, de 
force de champ et de séquence (Chalkias et al., 1994). 
En ce qui concerne le choix de la force du champ magnétique à employer, 
il faut se rapporter aux systèmes disponibles en clinique : le résultat diagnostique 
sera d’autant meilleur que le champ magnétique sera élevé. Aujourd’hui, les 
images standard sont obtenues à 1,5 T. En effet, les systèmes à 3 T ne sont pas 
encore largement répandus : ils sont cependant prometteurs pour optimiser 
l’imagerie du cartilage articulaire, c’est-à-dire améliorer la qualité d’image et la 
résolution spatiale. Quant aux bas champs, ils ont montré des limites dans la 
visualisation des pathologies du cartilage articulaire (Link et al., 2007). 
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1.4.3. Aspect du cartilage à l’IRM 
1.4.3.1. Aspect du cartilage articulaire sain 
Les scientifiques s’accordent aujourd’hui sur un point : des couches 
d’intensité de signal variable caractérisent le cartilage sain à l’IRM (Lehner et al., 
1989; Mlynarik et al., 1996; Modl et al., 1991; Recht et al., 2005). Toutefois, il 
persiste toujours une polémique sur le nombre, l’épaisseur apparente et l’intensité 
relative des couches (Cova and Toffanin, 2002; Xia et al., 1997), en raison de 
l’influence de plusieurs facteurs dans l’apparence finale des images. 
Parmi les premiers, Lehner et al. (1989) ont identifié deux zones dans le 
cartilage articulaire bovin adulte à l’IRM à 0,5 T sur des séquences SE pondérées 
en T2 : une couche superficielle de forte intensité, et une couche profonde de 
faible intensité. Modl et al. (1991) ont montré la présence de trois couches dans le 
cartilage articulaire humain sur des séquences pondérées T1 et T2 à 1,5 T : une 
couche intermédiaire hyperintense entourée de deux couches hypointenses. La 
même apparence a été rapportée par Chalkias et al. (1994) sur des images 
pondérées T1 et T2 et Gradient Echo (GRE) de têtes fémorales humaines. Un 
patron à trois couches d’intensité, mais inversé par rapport aux précédents, a été 
décrit par Recht et al. (1993) sur du cartilage articulaire de genou humain. De 
même, Rubenstein et al. (1993) ont imagé du cartilage articulaire patellaire normal 
chez les bovins en pondération T1, T2, et PD, et ont défini une succession de trois 




1.4.3.2. Facteurs de variation de l’apparence du cartilage articulaire 
La diversité d’apparence du cartilage articulaire à l’IRM peut résulter de 
l’utilisation de paramètres d’imagerie variés, de la différence de résolution 
employée, aussi bien que des variations entre les types de cartilage étudiés, entre 
les articulations, et des variations régionales dans l’articulation (Cova and 
Toffanin, 2002; Rubenstein et al., 1993). 
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Cova and Toffanin (2002) ont rapporté dans une étude ex-vivo sur du 
cartilage humain que la structure en couches du cartilage articulaire dépendait de 
la topographie. La couche superficielle hypointense garde une épaisseur constante 
pour tous les sites étudiés de la tête fémorale. Au contraire, la couche 
intermédiaire hyperintense est plus épaisse aux sites habituels de mise en charge 
de l’articulation. 
La nature du ou des composants responsables de cette apparence stratifiée 
du cartilage articulaire est encore inconnue, bien que plusieurs hypothèses aient 
déjà été proposées. 
 
a. Influence de la mise en charge 
En raison de ses propriétés visco-élastiques, la réponse du cartilage à 
l’application d’une pression sera différente pour une mise en charge cyclique ou 
continue (Grunder, 2006). Il est évident que cela modifie la structure du réseau de 
collagène, et par conséquent l’image IRM. Cependant, les zones d’orientation 
radiale et tangentielle se comportent différemment sous la pression (Grunder, 
2006). En ce qui concerne les zones d’orientation radiale, l’application d’une 
pression a pour effet de raccourcir les fibres de collagène : elles perdent aussi leur 
rectitude et leur ordre. Leur obliquité par rapport à la surface articulaire s’amplifie, 
l’angle entre l’orientation moyenne des fibres et le champ magnétique statique 
augmente, se rapprochant alors de l’angle magique, ce qui entraine une hausse de 
l’intensité de ces zones. Dans le cas de fibres orientées préférentiellement 
tangentiellement, l’application d’une pression cause un étirement des fibres et 
donc un plus grand degré d’ordre, ce qui aboutit à une diminution de l’angle 
moyen entre les fibres de collagène et le champ magnétique statique. Ainsi, 
l’intensité de cette zone à l’IRM est moindre sous l’effet d’une mise en charge. 
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Suite à l’application d’une pression sur le cartilage, l’augmentation de 
l’intensité du signal émis peut être en partie expliquée par la migration des 
molécules d’eau au sein du cartilage en direction des couches profondes 
(Rubenstein et al., 1996). Pour une compression maximale de 4,14 MPa, le 
cartilage émet un signal uniforme de très faible intensité, voire absent, pour une 
épaisseur de tissu alors minimale car la fraction d’eau échangeable semble en 
quasi-totalité perdue (Jaffe et al., 1974). Une fois la compression levée, les 
changements perçus à l’IRM sont réversibles de façon séquentielle, ce qui semble 
compatible avec une réhydratation des tissus cartilagineux (Rubenstein et al., 
1996). Par conséquent, l’orientation des fibres de collagène, et secondairement les 
variations de densité de protons, étroitement corrélées aux flux des molécules 
d’eau, semblent, du moins en partie, à l’origine des variations de signaux émis par 
le cartilage à l’IRM. 
L’hétérogénéité d’aspect peut donc être reliée au statut de mise en charge 
du tissu dans l’articulation : toutefois, il est important de préciser que ceci se 
produit uniquement de façon expérimentale, et ne survient pas pour un patient en 




Le patron des couches change selon l’orientation du cartilage articulaire par 
rapport au champ magnétique B0, ce qui prouve que l’influence des éléments 
structuraux du cartilage articulaire est responsable de la présence des couches 
(Rubenstein et al., 1993). 
Le cartilage articulaire est un tissu hétérogène : sa composition varie dans 
les différentes zones que nous avons décrites. Une conséquence de cette 
hétérogénéité peut-être une apparence différente à l’IRM. Les principaux 
composants de la MEC capables d’interagir avec l’eau sont les protéoglycanes et 
le collagène de type II. Ils sont donc tous les deux susceptibles d’avoir un lien avec 
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l’apparence du cartilage articulaire à l’IRM. La distribution des protéoglycanes 
n’est pas corrélée à la distribution des valeurs de T2, ni à l’apparence laminaire à 
l’IRM. Ceci suggère que l’eau liée aux protéoglycanes n’est pas capable 
d’influencer directement l’apparence IRM du cartilage articulaire dans des images 
pondérées en T2 (Fragonas et al., 1998). 
L’apparence laminaire des images IRM dépend de l’orientation des fibres 
de collagène, mais aussi du contenu en collagène des différentes zones du cartilage 
(Mlynarik et al., 1996; Rubenstein et al., 1993). Par ailleurs, Lehner et al. (1989) 
expliquent la stratification par une variation du contenu en eau sur l’épaisseur du 
cartilage articulaire, de 82% en surface à 76% en profondeur, car c’est l’hydrogène 
de l’eau qui est à l’origine du signal IRM en majorité. 
Le consensus actuel penche en faveur d’une relation entre le nombre de 
couches visibles à l’IRM et l’orientation des fibres de collagène dans le réseau 
tridimensionnel (Cova and Toffanin, 2002; Grunder, 2006).  
 
c. Artéfacts 
L’artéfact de troncature doit être considéré comme une explication de 
l’apparence trilaminaire du cartilage sur des images de résolution modérée, et 
survient principalement sur des séquences Fat-sat 3D-SPGR, fréquemment 
utilisées en clinique. Il est dû à la difficulté de représenter une zone où il existe 
une transition brutale de signal.  Dans ce cas, le cartilage apparaît strié par de fines 
bandes de faible intensité orientées parallèlement à la surface articulaire, au niveau 
d’une zone de transition brutale d’intensité de signal. Le nombre de stries varie 
selon les paramètres affectant la résolution spatiale (Loeuille et al., 2002). Des 
variations dans l’épaisseur des structures observées peuvent aussi se produire 
(Frank et al., 1997). Toutefois, il est important de souligner que cet artéfact n’est 
pas responsable des zones que l’on retrouve dans le cartilage sur les séquences 
FSE (Kim et al., 1999). 
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L’image IRM est fortement dépendante de l’orientation de la surface 
articulaire par rapport au champ magnétique externe B0. Pour un angle d’environ 
55°, la couche superficielle atteint son épaisseur maximale (Grunder, 2006) : c’est 
ce qu’on appelle communément « l’angle magique ». L’angle magique est dû à 
l’interaction entre les dipôles d’hydrogène. Il s’agit du deuxième artéfact retrouvé 
communément dans le cartilage articulaire lors de la visualisation d’images 
pondérées en T2 (Xia et al., 1997). Cet artéfact engendre une augmentation de 
signal et se retrouve dans le cartilage articulaire en raison du fort arrangement 
anisotropique des macromolécules qui le composent, en particulier le collagène. 
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1.4.4. Comparaison IRM/Histologie 
 
Plusieurs études ont tenté d’établir une relation entre l’apparence en 
couches du cartilage articulaire à l’IRM et les zones histologiques définies : 
tangentielle, transitionnelle et radiale. La zone la plus profonde qui est calcifiée est 
souvent confondue avec l’os sous-chondral à l’IRM (Chalkias et al., 1994). 
Lehner et al. (1989) ont corrélé les résultats obtenus à l’IRM et à 
l’histologie, et ont conclu que la couche superficielle hyperintense correspond à 
l’ensemble des zones tangentielle et transitionnelle, alors que la couche profonde 
hypointense correspond à la zone radiale. Pour Modl et al. (1991), ainsi que 
Chalkias et al. (1994), les couches superficielle hypointense, intermédiaire 
hyperintense et profonde hypointense correspondent respectivement aux zones 
histologiques tangentielle, transitionnelle, et à l’ensemble regroupant la zone 
radiale, la zone calcifiée et l’os sous-chondral. Une bonne concordance entre 
l’IRM et l’histologie est rapportée pour la localisation, l’épaisseur et le nombre de 
couches (Chalkias et al., 1994; Modl et al., 1991). Rubenstein et al. (1993) ont 
aussi investigué l’effet de l’orientation du collagène sur l’apparence du cartilage 
articulaire à l’IRM : la couche superficielle hyperintense est approximativement 
corrélée aux couches tangentielle et transitionnelle. La couche intermédiaire 
hypointense correspond à la majorité de la zone radiale. La couche profonde hyper 
à isointense représente la portion la plus profonde de la zone radiale. 
A l’inverse, Uhl et al. (1998) ont conclu que le signal IRM 1.5T du 
cartilage articulaire de genoux humains ne reflète pas l’apparence en couches 
établie à l’histologie. En effet, aucune correspondance n’a pu être montrée entre la 
couche superficielle hyperintense à l’IRM et la zone tangentielle. De plus, la 
couche intermédiaire hypointense ne concorde qu’avec la majeure partie de la 
zone radiale. Enfin, la couche profonde hyperintense représente l’ensemble de la 
partie profonde de la zone radiale et la zone calcifiée.  
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Cependant, des études plus récentes utilisant des images IRM de haute 
résolution ont démontré des corrélations intéressantes entre imagerie et histologie. 
La corrélation spatiale quantitative obtenue entre des images IRM 9.4T et la 
microscopie en lumière polarisée suggère que les variations de T2 dans le cartilage 
articulaire sain reflètent les modifications d’orientation des fibres de collagène 
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1.5. Hypothèses et objectifs 
 
Les changements pré-lésionnels ou lésionnels à l’origine d’OC chez le 
cheval adulte pourraient se produire pendant l’âge fœtal, comme en témoignent les 
rapports de cas d’OC chez de très jeunes poulains (Carlson et al., 1995; Rejno and 
Stromberg, 1978). 
On sait à présent que des changements dans le métabolisme du collagène 
de type II, et possiblement dans la structure de la MEC du cartilage articulaire,  
interviennent très probablement dans ce processus. Or, les étapes du 
développement et de la maturation du réseau de collagène du cartilage sain ne sont 
pas encore totalement élucidées. Ces données sont nécessaires à une meilleure 
compréhension des phénomènes pathologiques qui mènent à la mise en place de 
lésions d’OC. L’identification anticipée de ces évènements pourra aider à un 
diagnostic plus précoce de l’OC. 
Notre hypothèse est donc que l’IRM 1.5T et l’histologie après coloration au 
rouge picrosirius permettent d’étudier le développement de la structure du 
cartilage articulaire équin in utero.  
Objectif 1 : décrire l’aspect du cartilage de l’épiphyse fémorale distale de 
fœtus équins, poulains et chevaux adultes considérés sains à l’IRM et à l’histologie 
(microscopie en lumière polarisée), afin d’essayer de mieux comprendre les étapes 
de l’évolution de la structure du réseau de collagène. 
Objectif 2 : comparer les images obtenues à l’aide des deux modalités et 
tenter de dégager et d’expliquer une éventuelle corrélation entre elles. 
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2.1. Abbreviations 
 
AC:  Articular cartilage 
FSE:  Fast-Spin Echo 
GC:  Growth Cartilage 
ITG:  Inter-Trochlear Groove 
LFC:  Lateral Femoral Condyle 
LFTR:  Lateral Femoral Trochlear Ridge 
MFC:  Medial Femoral Condyle 
MFTR: Medial Femoral Trochlear Ridge 
MR:  Magnetic Resonance 
MRI:  Magnetic Resonance Imaging 
OC: Osteochondrosis 
PLM: Polarized light microscopy 
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2.2. Abstract 
 
Adult articular cartilage (AC) has a well-known multizonal collagen 
structure. A better knowledge of fetal cartilage organization and development is 
necessary to understand early changes that could be potential precursors for 
osteochondrosis (OC) lesions, and to improve in vivo cartilage repair techniques. 
The purposes of this study were to describe 1.5T magnetic resonance 
imaging (MRI) and polarized light microscopy (PLM) histological appearance of 
the developing equine collagen network of AC, and to assess the correlation 
between these two techniques, at sites employed for cartilage repair studies or 
susceptible to OC. 
T2-weighted fast-spin echo (FSE) sequences and PLM combined with 
picrosirus red staining were performed at five selected sites, on fourteen equine 
foetuses and 7 foals or adults cadaver distal femoral epiphysis. Qualitative 
description was assessed with a scoring system. 
Interexaminer agreement was excellent for MRI (Kappa > 0.90) and very 
good for histology (Kappa > 0.80). Both MRI and PLM revealed an early 
progressive zonal organisation, present as soon as 4.1 month of gestation: 
correlation between the two scoring systems was good (Kappa = 0.6 all sites 
included). Sites differences are observed, reflecting maturational difference. The 
collagen network of equine fetal AC prior to birth is already organised into an 
evident anisotropic layered structure.  
These findings provide new reference data of normal fetal cartilage 
development, and could be used as a comparative for further studies of 
pathological changes leading to OC. 
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2.3. Introduction 
 
Type II collagen is one of the most abundant (80% dry weight) articular 
cartilage (AC) matrix molecules and its highly organized network imparts 
mechanical properties of tensile strength and resistance to shear forces. Adult AC 
has a zonal or layered structure, created by the predominant collagen fibre 
orientation, revealed by birefringence on polarized light microscopy examination 
(PLM) (Benninghoff, 1925). The collagen fibres preferential direction is either 
parallel to the articular surface (tangential), lack a preferential direction 
(transitional) or is aligned perpendicular (radial) to the subchondral bone to create 
the "Benninghoff structure". However the structure is more complex than this 
(Nieminen et al., 2001; Xia et al., 2003) as the number and thickness of collagen 
fibrils vary with zone (Aspden and Hukins, 1981; Changoor et al., 2011; Hwang et 
al., 1992) and it undergoes major changes with maturation from juvenile to adult 
cartilage (Hughes et al., 2005; Hunziker et al., 2007; Hyttinen et al., 2001; 
Hyttinen et al., 2009; Julkunen et al., 2010; Kaab et al., 1998; Lecocq et al., 2008; 
Rieppo et al., 2009; van Turnhout et al., 2008). Numerous studies have described 
the biochemical and structural adaptations during postnatal growth and maturation 
due to postnatal mechanical forces (Brama et al., 2002; Brama et al., 2000; 
Hughes et al., 2005; Hunziker et al., 2007; Julkunen et al., 2009; Lecocq et al., 
2008; van Turnhout et al., 2011) and the functional properties change as the 
collagen content and collagen fibril orientation mature (Rieppo et al., 2009). 
However, AC structure is reported to be homogeneous or isotropic at birth, 
based on its cellular and histologic appearance, and becomes anisotropic, 
developing stratified layers with maturity (Hunziker et al., 2007). The collagen 
network's organizational ultrastructure imparts cartilage mechanical properties 
during the maturational process (Julkunen et al., 2009; Julkunen et al., 2008). 
Although horses are reported to be born with biochemically blank joints in respect 
to collagen content (Brama et al., 2002; Brama et al., 2000), this form of 
assessment does not reveal the spatial architecture of the collagen network. It has 
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been proposed that the collagen network at birth is not arranged in a zonal or 
laminar way as in adult animals (Brama et al., 2002; Holopainen et al., 2008; 
Hunziker et al., 2007; Julkunen et al., 2009; Rieppo et al., 2009; van Turnhout et 
al., 2010). The predominant collagen orientation as assessed by quantitative PLM 
has been reported to be parallel to the articular surface, and with age it changes to 
the classic Benninghoff structure (Julkunen et al., 2009; Julkunen et al., 2010; 
Rieppo et al., 2009; van Turnhout et al., 2008; van Turnhout et al., 2010). 
However, there have been few studies addressing the in utero collagen structure of 
AC. Investigations combining PLM and picrosirius red staining for collagen fibres 
have recently provided insight into the collagen network structure of equine fetal 
AC in horses and changes with development and they suggest that it possesses an 
anisotropic organization in utero (Lecocq et al., 2008). A multizonal collagen 
structure was apparent and birefringence increased with gestational age indicating 
an increase in collagen content or alignment, but to a lesser degree to adults 
(Lecocq et al., 2008). Consistent with this observation, a recent study has 
identified a zonal differentiation in perinatal animals, employing quantitative PLM 
that could not be correlated to collagen network orientation (van Turnhout et al., 
2010). It described "a layer with a weak anisotropic collagen arrangement, or less 
collagen or both, is already formed before birth" and this likely corresponds to the 
superficial structure previously described by Lecoq et al. (2008).  
 Magnetic resonance imaging (MRI) is presently the most accurate imaging 
modality for evaluating AC in vivo and is now also employed to assess cartilage 
repair strategies (Hayter and Potter, 2011; Kangarlu and Gahunia, 2006; Uhl et al., 
2005). Its principal advantage is that it allows a non-invasive, non-destructive 
assessment and, unlike many histological techniques, in multiple planes. There is 
no need for special preparation of the specimen, and the same specimen can be 
imaged at different times with different techniques, which may save time and 
preserve the specimen. 
Hyaline cartilage has a visible laminar structure (layers of different 
intensity) on high-resolution magnetic resonance (MR) images that correlates with 
its histological zonal organization (Recht et al., 2005). MRI T2 relaxation times 
 50  
reflect the collagen fibril network's predominant structure (Goodwin and Dunn, 
1998; Grunder et al., 1998; Mosher and Dardzinski, 2004; Nieminen et al., 2001; 
Nissi et al., 2006; Xia et al., 2001), the collagen content (Menezes et al., 2004; 
Mosher and Dardzinski, 2004) and also collagen-associated water (Mosher and 
Dardzinski, 2004; Nissi et al., 2006). The laminar appearance on T2-weighted 
images reflects the collagen structure in the superficial zone (fibres parallel to the 
articular surface), transitional zone (random arrangement) and deep or radial zone 
(perpendicular to bone surface) (Xia et al., 2001). Consequently MRI is a valuable 
tool for assessing the cartilage collagen network non-destructively. 
 Changes in the collagen network have been observed on T2-weighted 
images of cartilage in young postnatal animals: cartilage of very young animals 
display a multilaminar appearance, up to 7 layers (Nissi et al., 2006), whereas a 
trilaminar adult structure appears with maturity (Grunder et al., 2000; Grunder et 
al., 1998; Nieminen et al., 2000; Nissi et al., 2006; Xia, 2003). Nissi et al. (2006) 
concluded that the appearance was due to incomplete maturation and remodelling 
of the collagenous network with maturity and that up to 44% of the depth-wise 
variation in T2 was created by collagen anisotropy. T2-weighted 1.5T MR images 
have revealed signal variations with age in bovine post-natal cartilage concomitant 
with modifications in its structure (Olivier et al., 2001). However, with routine 
clinical MRI (1.5T), the multilaminar appearance is not visible in adult AC (Link 
et al., 2007; Verstraete et al., 2004). 
  However, MRI has rarely been employed to assess fetal AC structure. 
Connolly et al. (2004) described prenatal skeletal development features of the 
epiphysis in pigs that were confirmed on histology. Prenatal MRI is also now 
emerging clinically as a method to assess skeletal dysplasias such as 
collagenopathy mutation of the COL2A1 gene (type II collagenopathy) (Yazici et 
al., 2010). 
Knowledge of normal AC structure during various stages of development is 
important towards understanding and enhancement of the maturation of cartilage 
repair techniques in vivo to engineer functional durable cartilage. The creation of 
an adult hyaline cartilage with a stratified collagen architecture is an important 
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goal for a mechanically functional tissue (Responte et al., 2007; Riesle et al., 
1998). Strategies for repairing focal AC defects include surgical microfracture, cell 
therapy and tissue-engineered constructs (Farr et al., 2011). Healing of these focal 
defects will probably recapitulate some, or all, of AC matrix developmental events 
in vivo, as they mature in situ. Similarities between in vitro tissue engineered 
collagen network structure and that of young calves has been previously identified 
using scanning electron microscopy (Riesle et al., 1998), but stratification was not 
addressed. So far stratification of AC repair sites has not been reported in animal 
models on follow up MRI, even when high field MRI (Kim et al., 2010; Watanabe 
et al., 2009) was employed and a corresponding disorganized collagen structure 
was confirmed on PLM examination (Watanabe et al., 2009). 
 The horse is now recognized as being an appropriate animal in which to 
test cartilage repair strategies because the thickness of the AC of the distal femur is 
similar to that of humans (Frisbie and Stewart, 2011). Consequently, 
understanding the AC structure during various stages of development is important 
in this species. Furthermore, knowledge of the normal collagen network structure 
in the fetus and foal will provide an important foundation to study developmental 
diseases of articular cartilage such as osteochondrosis (OC). This developmental 
problem arises in the early weeks post-partum (Carlson et al., 1995; Dik et al., 
1999; Olstad et al., 2007) and potentially in the fetus (Carlsten et al., 1993; Ekman 
et al., 2009) and altered collagen metabolism has been proposed as potential 
contributing factor to this disease (Billinghurst et al., 2004; Bridges and Harris, 
1988; Hurtig et al., 1993; Laverty et al., 2000; Laverty et al., 2002; van de Lest et 
al., 2004). 
 
We hypothesized that 1.5T MRI and picrosirius red histological staining 
would reveal progressive maturation of equine AC structure in utero. Specifically, 
we studied the maturation of the distal femoral epiphysis articular surface, 
employing both MRI and PLM with picrosirius red staining, at sites employed for 
cartilage repair studies or susceptible to OC to describe normal development of the 
spatial architecture of the collagen network at these sites and the relationship 
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between MRI images and histology. The aims of our study were to characterize the 
MRI appearance of the developing equine articular surface and the histological 
events in the establishment of the collagen network of developing AC. 
 
 
2.4. Materials and Methods 
2.4.1. Study design 
Equine fetuses (n=14, age range 4.1 to 9.4 months of gestation) from an 
abattoir, and full-term foals or adults (n=10, age range from 1.5 days to 2 years) 
euthanized at the veterinary teaching hospital were collected between 2008 and 
2010. The age of the fetuses was estimated by crown-rump measurement (Bergin 
et al., 1967). Some of these specimens were also included in a parallel study of 
equine joint development (Fontaine et al. publication in preparation). Mature adult 
specimens were included for comparative purposes with the fetal samples as MRI 
features of mature articular cartilage structure are already well described in the 
literature. Right hind limbs were harvested within 1 hour of death, disarticulated at 
the coxo-femoral joint and were refrigerated at 4°C or frozen at -20°C until 
imaging. 
 
2.4.2. MR imaging 
Specimens were thawed at room temperature and cleaned to avoid blood-
related susceptibility artefacts. The distal femurs were then imaged with a 1.5 T 
magnet MRI (GE Sigma HDX, GE Healthcare Canada, Mississauga, Ontario) 
employing a 8-channel coil human knee antenna (HD TRknee PA, GE Healthcare 
Canada, Mississauga, Ontario). The limb was oriented parallel to the main 
magnetic field. Sequences were designed to obtain optimal differentiation of the 
signal zones in the distal femoral epiphysis and included sagittal T2-weighted fast-
spin echo (FSE), Dorsal dual T2-weighted + proton density (Table I). If AC 
lesions were observed, the specimen was excluded from the study. 
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2.4.3. MR image analysis 
The images were read with a dedicated software (Impax 6.0, Agfa, Toronto, 
Canada). Sagittal images were assessed. The dorsal images also served to locate 
five defined sites (Lateral Femoral Trochlear Ridge (LFTR), Medial Femoral 
Trochlear Ridge (MFTR), Inter-Trochlear Groove (ITG), Lateral Femoral Condyle 
(LFC), Medial Femoral Condyle (MFC)) for comparative histological analyses 
(Fig. 1). These specific sites were examined because of their clinical relevance: 
sites employed for AC repair strategies or susceptible to OC. 
 
2.4.3.1. MRI descriptive semiquantitative analysis 
An atlas of scores was made by the first author and a board-certified 
veterinary radiologist by consensus agreement on the global structural appearance 
of the epiphysis on T2-weighted FSE images in the sagittal plane for each site 
studied. The scoring system (1-5) incorporated the predominant patterns observed 
at different stages of development in the sagittal images (Fig. 2). Each image was 
then scored separately and blindly by the two previous readers and an imaging 
resident who had never seen the images before, employing the atlas.  
 
2.4.3.2. MRI quantitative analysis 
The thickness of the cartilage (mm) was measured in a tangential direction 
from the articular surface and included the whole cartilage depth (both articular 
and underlying epiphyseal growth cartilage) at all five sites, using a digital caliper. 
The number of layers in the cartilage that were clearly visible on MR images was 
also noted and the thickness of the superficial hyperintense layer (mm) measured. 
The measurements were made once, by consensus between the author and the 
board-certified radiologist, at sites corresponding to the site-matched histologic 
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2.4.4. Histologic analysis 
Following MR imaging, femurs were dissected free of soft tissues. If any 
macroscopic lesion of the articular surface of the distal femur was observed, the 
specimen was excluded from the study. The distal epiphysis of the femur was 
sectioned sagittally with a saw to obtain 3 mm x 1.5 cm sections colocalized to the 
MR sagittal images at the five sites. The sections were immediately fixed in 10% 
formalin for 24 hours and then decalcified in formic acid. The sections were then 
fixed in 70% alcohol for 24 hours and embedded in paraffin.  
Two 4-µm thick sections were cut from each block and stained with 
Picrosirius red to reveal collagen structure as described previously (Lecocq et al., 
2008). Briefly, sections were incubated in a 0.5% pre-warmed papain solution for 
90 minutes to remove proteoglycans and allow staining of the collagen fibres with 
picrosirius red. Collagen birefringence was then imaged using PLM employing a 
Leica DM4000B microscope attached to a Leica DFC320 video camera. Highly 
ordered collagen parallel to the articular surface appears bright and yellow to 
yellowish orange (birefringent), whereas non-ordered collagen (non-birefringent) 
appears dark (Hughes et al., 2005; Lecocq et al., 2008). Examination of the 
collagen structure on the whole slide was performed at low (x12.5, x50) and high 
(x100, x200, x400) magnifications. Slides were examined at the angle that 
revealed maximum birefringence of the articular surface. 
 
2.4.4.1. Histologic descriptive semiquantitative analysis 
An atlas of histological scores was made by the first and last authors by 
consensus agreement to capture the predominant structural appearance of the 
collagen fibres in the AC, at each site studied. This scoring system (1-5) was based 
on the birefringence, the predominant pattern of fibre orientation in each layer and 
the network structure thickness/packing, where discernible (Fig. 4). Each slide was 
then scored separately and blindly by the first author and 2 independent readers 
who had never seen the slides before, employing the atlas. These scores were then 
matched to the ages of the fetuses/foals. 
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2.4.4.2. Histologic quantitative analysis - Articular cartilage thickness 
The thickness of the AC (mm) was measured and the number of zones was 
noted at the magnification that permitted the best visualization. There is not a clear 
boundary for the deep zone of immature cartilage. AC was considered to be the 
cartilage at the surface of the epiphysis that contained no blood vessels (Klein et 
al., 2007). Growth cartilage (GC) was defined as cartilage housing cartilage 
canals. The measurements were made three times on the slides at the same site and 
the mean of the three measurements was used for subsequent analyses (Fig. 5). 
 
 
2.4.5. Statistical analysis 
Global inter-observer agreement for MRI and histological scores was 
calculated using a weighted-Kappa coefficient and all specimens were included. 
For each technique, the inter-observer correlation was then performed for each 
site, only between the 2 observers for whom agreement was the best. 
Quantitative results on MRI and histological assessment were assessed between 
the different sites were also compared to each other with respect to each technique 
and score, to determine if there was a difference in the measured structures 
between sites. 
The agreement between the MRI scale and the histological scale was assessed 
using a weighted-Kappa, globally and for each site separately. An intra-class 
correlation coefficient was used to determine the association between the thickness 
of the MRI superficial hyperintense layer and the thickness of articular cartilage on 
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2.5. Results 
 
Two specimens (6 months and 1 year-old) were excluded following MR 
image analysis due to the presence of OC lesions on the LFTR, and one (aged 4.5 
years) was excluded due to extensive AC surface defects and fibrillation affecting 
the studied sites. The final samples comprised 14 fetuses, 5 foals and 2 adults for 
comparative purposes (Table II). 
 
2.5.1. MR image analysis 
2.5.1.1. MRI descriptive semiquantitative analysis 
There was an excellent interobserver agreement for MRI scoring between 
the three readers (κ = 0.98, 0.93, 0.95), all sites included. The highest agreement 
was found between the two readers who had previously seen the images during the 
preliminary study to establish the atlas of the scores. The agreement between these 
readers was perfect for the ITG, LFC and MFC (κ = 1) and excellent for LFTR 
and MFTR (respectively κ = 0.93 and κ = 0.97). 
In the very young fetuses (< 7-8 months gestation), the distal epiphysis of 
the femur is fully-cartilaginous. The cartilage is composed of the AC on the 
surface and the deeper GC. MRI revealed a homogeneous isointense tissue 
throughout the epiphysis with a superficial thin hyperintense layer, that we 
postulated to be a maturing articular surface, appearing in some of the youngest 
samples from 4.1 months of gestation (Table III, score 1).  
The ossification centre of the femoral epiphysis first appears between 7 and 
8 months of gestation. From about 7.4 to 7.6 months of gestation, the secondary 
ossification centre had expanded to 50% of the epiphysis. Three layers of cartilage 
were discernible on MRI between the articular surface and the border of 
ossification centre. These included the persistent, previously described, superficial 
thin hyperintense layer (putative future AC) and two additional layers: a thicker 
iso to hypointense and a thin hyperintense area surrounding the ossification centre, 
revealing structural changes in the GC (Table III, score 2). 
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At a later stage in development, in the last third of gestation, four layers of 
cartilage are visible on the MRI images from the articular surface to the 
ossification centre. This consists of the persisting superficial thin hyperintense 
layer on the surface and surrounding the ossification centre but a division of the 
central layer previously described into two layers (a medium hypointense and a 
medium isointense) (Table III, score 3). 
  
With progression of development, from the last days prepartum to a few 
weeks post-partum, the MRI cartilage appearance changes to a trilaminar structure, 
three layers are again visible consisting of the superficial thin hyperintense 
(articular surface) zone, a middle hypointense zone and a deep hyperintense area 
(Table III, score 4). 
From 1 year old, the epiphysis is fully ossified and has the adult 
appearance. A single superficial thin hyperintense layer remains on the surface of 
the AC (Table III, score 5). 
 
When the dynamics of epiphyseal cartilage development are compared at 
different sites, the same patterns are present, but the structural changes differ 
slightly, overtime, at each site (Fig. 7). The transition between scores 3 and 4 
occurs earlier in ITG, LFC and MFC sites when compared to LFTR and MFTR, 
highlighting site-dependent maturation in the joint.  
 
In summary, a superficial hyperintense area becomes evident on MRI as 
early as 4.1 months of gestation and persists in the adult AC. Immediately 
underneath this zone, a hypointense zone becomes evident as early as 7.4 months 
of gestation and also persists, highlighting structural maturation of the articular 
surface in utero. 
 
2.5.1.2. MRI quantitative analysis 
The thickness of the superficial hyperintense layer (mm) measured at the 
different sites is presented elsewhere (Table IV). 
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2.5.1.3. Intersite comparisons and temporal changes 
The superficial layer thickness (hyperintense zone) at the 5 sites was not 
significantly different in the youngest fetuses (score 1 and 2). From 8 months of 
gestation, differences were present. There was a significant difference between the 
mean superficial layer thickness of the sites studied, in specimens with score 3 
(P<0.0001), 4 (P=0.01) and 5 (P=0.007). Tukey’s post-hoc test indicated that this 
layer in LFC and MFC was significantly thinner than it was in the trochlear sites 
for score 3, ITG was significantly thicker than MFC for score 4 and MFTR was 
significantly thicker than LFC, MFC and LFTR for score 5 (Fig. 7). 
 
 
2.5.2. Histologic analysis 
2.5.2.1. Histologic descriptive semiquantitative analysis 
There was a very good interobserver agreement (three readers) for 
histological scoring (κ = 0.86, 0.81, 0.82). The best agreement was found between 
two readers who had previously observed the images during the preliminary study. 
The agreement was excellent for ITG and MFTR (respectively κ = 0.95 and κ = 
0.94), very good for LFTR and MFC (respectively κ = 0.86 and κ = 0.82) and 
good for LFC (κ = 0.76). 
In the early fetal age (before 6 months of gestation), the collagen network 
is a very loose meshwork and homogenous (Table V, score 1) showing no 
birefringence, except for the thin tangential zone at the surface (yellow to orange, 
but loose network). 
 At 6 months of gestation, a radial zone appears under the latter (tangential 
zone), but is still very loosely woven: it is mildly birefringent, greenish yellow, 
with the predominant collagen fibre pattern now oriented radially (Table V, score 
2). 
 With progression of the development, at all sites, a transitional zone 
becomes visible (earliest stage at 6.6 months of gestation) between the two pre-
existing zones: it is poorly birefringent, quite dark, with a random organization of 
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the fibres. The whole lattice becomes fairly dense and the radial zone is now well 
visible (Table V, score 3). 
From the end of gestation to 6 month-old, an additional zone is apparent in 
the deepest part of the AC at the junction with the GC: it appears to correspond to 
the calcified cartilage (Table V, score 4). 
The final adult collagen organization (first present at 1 year-old) has four 
distinct layers (Table V, score 5), and a dense lattice that renders it difficult to 
distinguish the fibre orientation : a superficial yellow to orange tangential zone, a 
dark thin transitional zone, a broad yellow radial zone, and a poorly birefringent 
zone in contact with bone (calcified cartilage). 
The developing cartilage collagen structure varies slightly over time at each 
site (Fig. 6). The transition from score 3 to 4 seems to occur earlier in LFTR and 
ITG than MFTR. The LFC and MFC also seem to mature earlier than other sites in 
the earlier scores (transition from score 1 to score 2 and score 2 to score 3). 
 
2.5.2.2. Histologic quantitative analysis – Articular cartilage thickness 
The AC histological measurements are presented elsewhere (Table IV). The 
mean AC thickness at the five sites was not significantly different in the youngest 
fetuses (score 1 and 2). From 8 months of gestation, differences in thickness were 
evident. 
 
2.5.2.3. Intersite comparisons and temporal changes 
There was a significant difference between the mean AC thickness of the 
sites studied, for score 3 (P=0.01), score 4 (P<0.0001) and score 5 (P=0.04). 
Tukey’s post-hoc tests indicated that the AC of LFC was both significantly thinner 
than the AC in LFTR and MFTR with score 3, LFTR and MFTR were 
significantly thicker than the other sites when score 4, MFC was significantly 
thicker than ITG for score 4, and ITG was slightly significantly thicker than LFC 
for score 5 (Fig. 7). 
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2.5.3. Comparison : MRI vs. Histology 
The correlation between the 2 scales of scores was good (κ = 0.66), all sites 
included. It was better for LFC and MFTR (respectively 0.69 and 0.66) than MFC 
and LFTR (respectively 0.63 and 0.58). The kappa was not available for ITG.  
The histological thickness of AC correlated with the measurements of the 
superficial MRI hyperintense layer thickness in 57% of the measures, all sites and 
scores included. The MFTR, LFTR and MFC have a better correlation rate 






This study provides novel information on the dynamics of the developing 
collagen network structure in AC in the equine fetus employing both MRI and 
PLM. This description of normal AC collagen network evolution in the fetus will 
serve as a benchmark towards understanding desirable collagen network 
organization in cartilage engineering strategies in this species and also, potentially, 
of developmental defects of cartilage such as OC. Both MRI and PLM revealed an 
early progressive structural laminar/zonal organization of the collagen network, 
prior to birth and post natal load-bearing, though not as pronounced as in adult 
tissues, due to less collagen content and organization. A recent study comparing 
PLM and scanning electron microscopy confirmed that collagen fibre orientation 
observed on PLM reflects cartilage collagen ultrastructure validating this 
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As early as 4.1 months gestation age, the earliest time point we assessed, a 
superficial hyperintense layer was visible at the AC surface on T2-weighted 
images, that persisted throughout gestation and into adulthood. The mean 
gestational period in the horse is eleven months. It is now well recognised that T2-
weighted images reflect principally collagen network structure (Grunder et al., 
1998; Mosher and Dardzinski, 2004; Nieminen et al., 2001; Nissi et al., 2006; Xia 
et al., 2001). 
A superficial tangential birefringent zone was also present from the earliest 
stages on PLM, confirming and extending our previous findings (Lecocq et al., 
2008). This layer persisted throughout development but became increasingly 
birefringent. Its dense appearance suggests enhanced collagen deposition and 
increased collagen content. This surface birefringent layer has also been observed 
in newborn mice (Hughes et al., 2005) on PLM, but they were not assessed at the 
fetal stage. Similarly AC surface anisotropy has been measured on quantitative 
PLM in stillborn foals but the overall predominant collagen fibre orientation was 
parallel to the surface employing these methods (van Turnhout et al., 2008). 
However, it should be pointed out that the use of orientation patterns alone for 
determination of the different zones might not suffice for young animals (van 
Turnhout et al., 2008). As this superficial zone has recently been shown to house a 
slowly proliferating stem cell pool for AC, it is not surprising that it is visible from 
early developmental stages (Dowthwaite et al., 2004; Hunziker et al., 2007). 
Based on these findings, we can conclude, at least in this species, that the first 
superficial layer of the classical Benninghoff structure of AC develops in utero and 
is the first sign of a maturing collagen network. It should be pointed out that when 
this layer first appears, the rest of the femoral epiphysis is completely 
cartilaginous, and ossification has not occurred. The cartilage below the superficial 




 62  
Four laminae were observed on the MR images in the last third of 
gestation, but included the complete AC epiphyseal complex with the superficial 
growth plate of the epiphysis. In contrast to the adult cartilage appearance on MRI, 
with three zones, up to seven zones of different intensity have already been 
observed in juvenile femoral cartilage on MRI in various species (Grunder, 2006; 
Grunder et al., 2000; Grunder et al., 1998; Nieminen et al., 2000; Nissi et al., 
2006; Xia et al., 2003). 
  
Additional evidence for collagen network structure anisotropy in the fetus 
is provided by the observations of the emergence of a transitional zone with a third 
increasingly birefringent radial layer on PLM from 6 months gestation onwards 
here and in our previous work (Lecocq et al., 2008). Recently van Turnhout et al. 
(2008; 2011) also provided evidence for the presence of a transitional zone at birth 
on quantitative PLM in both the horse and sheep. Based on our structural 
observations on PLM here and elsewhere (Lecocq et al., 2008), we propose that it 
arises earlier in utero in the last third of gestation. Additional lines of evidence for 
fetal cartilage anisotropy are provided by the measurement of a depth-dependant 
stiffness already in fetal cartilage (Klein et al., 2007). Combined these 
observations confirm and extend our previous observations (Lecocq et al., 2008) 
that the collagen network of equine AC is already organized into an evident 
layered structure in an equine fetus prior to birth and is anisotropic. This collagen 
network is subsequently remodelled after birth to attain the adult structure as 
elegantly shown by others (Brama et al., 2002; Hunziker et al., 2007; Julkunen et 
al., 2009; Rieppo et al., 2009; van Turnhout et al., 2011) due to growth, 
maturation as well as joint loading. Briefly, this process involves orchestrated 
changes that include increased collagen fibre deposition, post-translational 
collagen fibril cross-linking and maturation of collagen fibre orientation to attain 
adult collagen mechanical properties. 
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The signals that orchestrate the development and maturation of the articular 
surface remain incompletely understood. They include a combination of 
biomechanical and molecular signals (Onyekwelu et al., 2009). It has been known 
for some time that skeletal muscle contractions are necessary for normal joint 
development and that they first occur very early in life then increase in frequency 
and duration and can occupy up to 80% of the fetus's time (Murray and Drachman, 
1969) : they observed an absence of joint development in chick embryos with 
continuous application of neuromuscular blocking agents. The involuntary muscle 
contractions exert traction on the bones and also cause flexions and extensions of 
the joints creating local tensile strains and shear forces in the cartilage (Carter and 
Wong, 2003). Also ligaments, as they develop, and move apart will also exert 
forces on the developing joint (Heegaard et al., 1999). Compressive forces arise 
after birth. Changes in hydrostatic pressure and shear stress within the cartilage 
influence chondrocyte gene expression and matrix formation and local growth. 
However, as the forces depend on muscle strength and joint morphology, other 
factors must be involved to provide the relatively standard homogenous AC 
appearance and thickness throughout the diarthrodial joints. 
  
Molecular signals also have an important role in joint morphogenesis and 
work in concert with biomechanical forces to shape the joint. A plethora of growth 
factors and their receptors (BMPs ; FGFs 2, 18, 9; FGF receptors ; ihedgehog) also 
influence AC development in a paracrine fashion (Onyekwelu et al., 2009). It is 
now believed that a balance between these molecular cues and mechanical stresses 
contributes to the normal zonal growth of AC. It has been recently shown that 
molecular signalling alone can induce and enhance AC maturation in vitro. A 
combination of growth factors (FGF-2 and TGFb1) induced collagen remodelling 
and significantly enhanced (229% increase) mechanical stiffness and change in the 
microanatomic structure of cartilage explants from immature calves in vitro 
without any loading of the construct (Khan et al., 2011). Enhanced crosslinking of 
the collagen fibrils was also observed. Of importance to the present study, they 
also observed a response in organization of the collagen fibrils at the structural 
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level into pericellular, territorial and interterritorial matrices. They noted that the 
differentiation of the extracellular matrix was most apparent at the surface of the 
explants, similar to our observations with development and maturation of equine 
fetal cartilage in utero. This important in vitro study indicates that molecular 
signals alone could potentially guide the structure of the developing collagen 
network. Taken together, these studies suggest that the zonal structural changes in 
the collagen network we have observed in utero result from the combined dynamic 
changes in paracrine growth factors and forces generated by developing muscles 
and expanding ligaments.  
 
We have also identified site differences in AC structure as reported 
previously on PLM studies (Lecocq et al., 2008; van Turnhout et al., 2010). The 
thickness of the AC was also significantly different between the five on the distal 
femur assessed sites at certain ages as previously observed by Lecocq et al. 
(2008). These differences reflect site and joint maturational differences (Lecocq et 
al., 2008) also observed by others (Brama et al., 2000; Julkunen et al., 2010). 
Grunder (2006) postulated that the site-related variation of cartilage laminae on 
MRI was an adaptation of the collagenous network to the regional different 
“biochemical requirements”. Variations in collagen network organization have 
also been observed in young animals at different sites within the joint (Hyttinen et 
al., 2009) and also between different articular surfaces (Julkunen et al., 2010).  
   
The horse stands immediately after birth and loads its joints and may be an 
example of a species with precocious joint development when compared to mice 
or rabbits and it is possible that the fetal AC collagen network may develop 
differently in different species, because of these different needs, but this remains to 
be elucidated. The fetal development of the articular collagen network has not yet 
been described in any other species, to our knowledge.  
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The collagen network at AC repair sites, following cell therapy or tissue 
engineering strategies, may recapitulate similar maturational stages to fetal AC 
and ideally progressively develop to an organized zonal structure, to meet load 
requirements. Microfracture is the only technique reported to date, to the best of 
our knowledge, that produces repair cartilage with a multizonal architecture on 
PLM: Changoor et al. (2011) observed a stratified organization of collagen similar 
to adult cartilage at 1 year in biopsy specimens of the repair site, but there is no 
information on earlier time points.  
 
There are several limitations to this study. First, we could not access fetal 
specimens earlier than 4 months gestational age and were not able to determine the 
earliest apparition of the superficial tangential layer. However, these are the 
earliest specimens described in the literature to our knowledge. Second, MRI 
technique could have influenced image quality. For example the main magnetic 
field, although oriented from distal to proximal relative to the hind limb axis, was 
not always oriented in the same manner relative to all the articular surfaces 
examined and could influence the intensity of the layers observed (magic angle 
effects). It is also important to notice that truncation artefact was not considered as 
a limitation here as it was previously ruled out as the cause of laminae on FSE MR 
images (Kim et al., 1999). Higher resolution MRI would have provided greater 
detail and is planned in future studies. In addition quantitative PLM and scanning 
electron microscopy would have provided valuable additional information on these 
specimens. 
 
In conclusion, this study describes the MRI appearance of the developing 
articular surface and histological structure of the surface collagen framework. 
Knowledge of this primitive collagen network development and organization may 
help understanding of the maturation of collagen in cartilage repair sites where 
developmental events are increasingly recognised to be recapitulated.  
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2.9. Figure and table legends 
 
Figure 1 
Distal femoral epiphyseal sites assessed by MRI and PLM. 
A. Dorsal view of the femoral epiphysis revealing both lateral and medial 
femoral trochleas and the intertrochlear groove. 
B. Plantar view of the femoral epiphysis revealing the lateral and medial 
femoral condyles. The specific sites of interest are outlined by a rectangle. 
 
Figure 2 
Atlas designed for cartilage pattern score on MRI at different stages of 
development (fetus to adult). 
The atlas of scores was made by consensus agreement of the global structural 
appearance of the epiphysis on T2 sag FSE images in the sagittal plane for each 
site studied. It was designed to capture the predominant patterns (ossification 
centre and cartilage layers) observed at different stages of development. 
Because of the varying size from fetus to adult, for illustrative purposes, the 
images are not all at the same magnification. Scale bars = 10 mm. 
 
Figure 3 
Cartilage assessment on MRI: thickness measurement. 
The measurements were made on sagittal sections of the distal epiphysis of the 
femur.   
A. Dorsal section of the distal epiphysis of the femur (trochlea) revealing the 
section axis of the LFTR (A1), ITG (A2) and MFTR (A3) sites. A1-3 illustrate 
sites of measurement in the sagittal plane on these MRI sections.	  	  
The thickness of the cartilage (mm) was measured in a tangential direction from 
the articular surface on the dotted line axis using a digital caliper (precision : ± 0.1 
mm) and included the whole cartilage depth (both articular and underlying 
epiphyseal growth cartilage). The number of layers in the cartilage that were 
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clearly visible on MRI images was also noted and the thickness of the most 
superficial layer measured (mm).  
B.  Dorsal section of the distal epiphysis of the femur (condyle) (B is more caudal 
than A). The dotted line represents the section axis of LFC (B1). The thickness 
was measured as in A. 
P : Patella ; T : Tibia ; OC : Ossification Center of the distal femur 
 
Figure 4 
Histological scores employed for articular cartilage assessment. 
The atlas of histological scores was made by consensus agreement to capture the 
predominant structural appearance of the collagen fibres in the articular cartilage 
on the picrosirius red-stained sections. This scoring system was based on the 
birefringence, the predominant pattern of fibre orientation in each zone and the 
network structure thickness/packing, where discernible. 
Scale bars = 500 µm (first row), 20 µm (others) 
 
Figure 5 
Articular cartilage measurement on histological sections. 
The thickness of the articular cartilage (mm) was measured at the magnification 
that permitted the best visualization. AC was considered to be the cartilage at the 
surface of the epiphysis that contained no blood vessels. GC was defined as 
cartilage housing cartilage canals. The articular surface was divided into quarters. 
The measurements were made at three locations (full line distance between “x”) on 
the slides at the same site and the mean of the three measurements was used for 
subsequent analyses. 
VC : Vascular Canal 
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Figure 6 
Thickness of the superficial hyperintense layer on MRI (mm) and thickness of AC 
on histological slides (mm) for each score and for each site. 
For each technique, results of Tukey’s post-hoc test are indicated with letters : 
results that share letters are not significantly different (P<0.05). No measure could 
have been achieved for ITG on MRI images. 
 
Figure 7 
Repartition of scores per age class, for each site and each technique. 
This helps to compare the evolution of scores throughout time and the 
approximative age of score transition between sites, for each technique. 
n= total number of specimen evaluated for each age class. * number of specimens 
evaluated is lower due to technical or reading problems. 
 
Table I 




Age and sex of the equine specimens. 
 
Table III 
MRI scores corresponding to atlas of scores in Fig. 2. 
 
Table IV 
Thickness (mm) of the superficial thin layer (MRI) and the whole articular 
cartilage (histology), for each site and each specimen 
 
Table IV 
Histological scores corresponding to atlas of scores in Fig. 4.  

































































2D 512 256 105.0 4000.0 3.00 16 ---- 2.0 0.0 1024 
Dorsal Dual 
T2W + PD 




4500.0 3.00 18.0 ---- 3.0 0.0 512 
 
FE = Frequency encoding; PE = Phase encoding; TE = Echo time; TR = Repetition time; NEX = Number of 
excitations; FOV = Field of view; SPGR = Spoiled gradient recalled echo; FGRE = Fast gradient recalled 
echo; PD = Proton density 
  




No. Age Sex 
1 4.1 MOG F 
2 4.6 MOG M 
3 4.6 MOG M 
4 4.7 MOG F 
5 6,0 MOG M 
6 6.6 MOG M 
7 7.1 MOG F 
8 7.4 MOG F 
9 7.6 MOG F 
10 8.0 MOG M 
11 8.2 MOG F 
12 8.5 MOG M 
13 8.7 MOG M 
14 9.4 MOG M 
15 1.5 d F 
16 3 d M 
17 5 d F 
18 21 d F 
19 52 d M 
20 1 year old F 
21 2 years old F 
 
MOG: Months of gestation ; d: days old ; M: male ; F: female 
  











1 Superficial thin hyperintense 
Score 1 
2 Thick isointense (the rest of the epiphysis) 
2 < ½ epiphysis * 
1 Superficial thin hyperintense 
Score 2 2 Thick isointense 
3* Thin hyperintense (surrounding the ossification centre) 
3 = ½ epiphysis 
1 Superficial thin hyperintense 
Score 3 
2 Medium hypointense 
3 Medium isointense 
4 Thin hyperintense (surrounding the ossification centre) 
4 > ½ epiphysis 
1 Superficial thin hyperintense 
Score 4 2 Medium strongly hypointense 




1 Superficial thin hyperintense Score 5 
 
* when visible on the sagittal view studied 
  





 LFTR MFTR ITG LFC MFC 
No. MRI histology MRI histology MRI histology MRI histology MRI histology 
1 0.8 0.40 1.0 0.27 0.9 0.30 0.7 0.53 0.8 0.32 
2 0.8 0.48 0.9 0.23 0.8 0.43 0.7 0.57 0.8 0.30 
3 0 0.40 0.6 NE 0.5 0.30 0.6 0.35 0.7 0.40 
4 0.8 0.33 0.8 NE 1.0 0.27 1.0 0.05 0.8 0.50 
5 1.1 0.65 1.1 0.47 0.9 0.5 0.8 0.1 0.8 0.53 
6 1.1 1.47 1.0 1.2 1.1 0.83 1.0 0.42 0.8 0.87 
7 1.1 1.33 1.0 1.10 1.1 NE 1.0 0.67 1.0 0.73 
8 1.1 1.13 1.3 1.23 1.2 0.75 0.9 0.58 1.0 0.85 
9 1.1 1.33 1.1 1.23 1.3 NE 1.0 1.10 1.2 1.27 
10 1.0 1.10 1.1 1.10 1.3 NE 0.8 0.50 0.7 1.17 
11 1.1 NE 1.1 0.93 1.1 NE 0.9 0.62 0.8 0.60 
12 1.1 1.33 1.3 1.10 1.4 0.58 0.8 0.8 0.9 0.9 
13 1.0 0.93 0.9 1.17 1.3 0.57 0.8 0.90 0.9 0.95 
14 1.1 1.03 1.1 0.85 1.1 NE 0.8 0.63 0.8 0.60 
15 1.4 NE 1.7 1.05 1.1 NE 0.9 0.58 0.9 0.87 
16 1.2 0.80 1.4 0.70 1.6 NE 0.9 0.50 0.7 0.43 
17 1.1 0.78 1.1 0.81 1.0 NE 0.8 0.50 0.9 0.52 
18 1.1 0.83 1.2 0.72 1.2 NE 1.4 NE 1.1 0.57 
19 1.5 0.75 1.3 0.97 1.6 NE 0.9 0.77 0.7 0.53 
20 1.3 1.28 3.1 1.83 NE 2.10 1.3 1.60 1.3 1.43 
21 1.8 2.00 3.1 2.70 NE 2.73 1.4 2.53 1.8 1.63 
 
NE : Non evaluable 
  




Score Zone                  Description See Fig. 4 
1 1 - Highly birefringent (yellow) 
- Fibres tangential 
- Open lattice/ spaces spindle-shaped /tangential  
1.A 
2 - Poorly birefringent (dark) 
- Fibres random 
- Open lattice/spaces round to square 
1.B 
2 1 - Highly birefringent (predominantly yellow) 
- Fibres tangential 
- Open lattice/spaces oval to rectangular, and tangential 
2.A 
2 - Mildly birefringent (greenish yellow) 
- Fibres radial 
- Open lattice/spaces rectangular to spindle-shaped and radial 
2.B 
3 1 - Highly birefringent (predominantly yellow) 
- Fibres tangential 
- Fairly dense lattice/Spindle-shaped lattice spaces/ tangential 
3.A 
2 - Poorly birefringent (dark) 
- Fibres random 
- Fairly dense lattice/ spaces rectangular (tangential 
proximal/radial distal) 
3.B 
3 - Mildly birefringent (yellow to greenish) 
- Fibres radial 
- Fairly dense lattice/ spaces spindle-shaped and radial 
3.C 
4 1 - Highly birefringent (bright yellow) 
- Fibres tangential 
- Dense lattice/ spaces oval and tangential  
4.A 
2 - Poorly birefringent (dark) 
- Fibres random 
- Dense lattice/spaces small round  
4.B 
3 - Highly birefringent (yellow to yellowish orange) 
- Fibres radial 
- Dense lattice/spaces small round 
4.C 
4 - Poorly birefringent (Mainly dark except around chondrocytes : 
yellow) 
- Fibres radial 
- Fairly dense lattice/spaces small round to square 
4.D 
5 1 - Highly birefringent (bright yellow) 
- Fibres tangential 
- Dense lattice/spaces Small oval tangential  
5.A 
2 - Poorly birefringent (dark) 
- Fibres random 
- Dense lattice/Small round to square lattice spaces  
5.B 
3 - Highly birefringent (bright yellow) 
- Fibres radial 
- Dense lattice/spaces small oval radial  
5.C 
4 - Poorly birefringent (Green : calcified) 
- Fibre orientation (non discernible) 
- Dense lattice/spaces Small round 
5.D 
  
 89  
Chapitre III : Discussion 
Cette étude nous a permis de mettre à jour de nouvelles informations 
concernant le développement de la structure du réseau de collagène au sein du 
cartilage articulaire équin, en utilisant deux modalités : l’IRM et la microscopie en 
lumière polarisée. L’objectif était notamment de décrire l’évolution normale du 
réseau de collagène dans du cartilage articulaire fœtal sain : ceci pourra constituer 
une référence pour aider à optimiser la structure du réseau de collagène dans le 
cadre de stratégies de réparation tissulaire, mais aussi une base dans l’étude des 
pathologies de développement du cartilage comme l’OC. 
L’IRM et la microscopie en lumière polarisée révèlent toutes deux une 
organisation en couches précoce de ce réseau de collagène, présente avant la 
naissance et donc avant la mise en charge de l’articulation. Toutefois, cette 
organisation n’est pas encore complètement mature si on la compare à 
l’organisation du réseau de collagène à l’âge adulte. Une étude récente qui s’est 
attachée à comparer l’organisation du collagène en microscopie en lumière 
polarisée et en microscopie électronique, a confirmé que la microscopie en lumière 
polarisée reflétait bien l’ultrastructure de l’organisation des fibres de collagène, 
validant ainsi cette technique pour une évaluation facilitée du réseau de collagène 
(Changoor et al., 2011). 
Dès 4.1 mois de gestation, le plus jeune âge que nous ayons étudié, une 
fine couche hyperintense est visible à la surface articulaire sur les images IRM 
pondérées en T2, et persiste pendant la gestation pour se retrouver à l’âge adulte. 
La gestation dure en moyenne 11 mois dans l’espèce équine. Il est maintenant bien 
établi que les images IRM obtenues en pondération T2 à haute résolution reflètent 
indirectement l’organisation structurale des fibres de collagène dans le cartilage 
(Grunder et al., 1998; Mosher and Dardzinski, 2004; Nieminen et al., 2001; Nissi 
et al., 2006). En microscopie en lumière polarisée, on remarque aussi l’apparition 
très précoce d’une zone superficielle caractérisée par une biréfringence marquée et 
formée de fibres de collagène orientées de façon tangentielle. Ceci corrobore les 
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résultats de l’étude de Lecocq et al. (2008). Cette zone se densifie au fil du temps, 
suggérant un contenu en collagène croissant. Elle a également été décrite à la 
naissance chez la souris, dans une étude de microscopie en lumière polarisée qui 
n’a pas évalué le cartilage au stade fœtal (Hughes et al., 2005). L’anisotropie de la 
surface articulaire a aussi été évaluée en microscopie quantitative en lumière 
polarisée chez le poulain nouveau-né, et ceci a révélé que les fibres de collagène 
étaient pour la plupart orientées parallèlement à la surface articulaire (van 
Turnhout et al., 2008). Toutefois, il convient de préciser que la différenciation des 
zones basée uniquement sur l’orientation préférentielle des fibres de collagène 
peut ne pas être exacte chez les jeunes animaux (van Turnhout et al., 2008). 
Récemment, on a montré que cette zone superficielle renferme un pool de cellules 
souches prolifératives : il n’est donc pas surprenant de voir cette zone apparaitre 
dès les premières étapes du développement (Dowthwaite et al., 2004; Hunziker et 
al., 2007). Toutes ces observations nous amènent à conclure que la couche la plus 
superficielle du modèle de Beninghoff se développe in utero et constitue un des 
premiers signes de la maturation du cartilage articulaire. En effet, à ce stade, le 
reste de l’épiphyse est encore complètement cartilagineux, et apparaît comme un 
réseau homogène au maillage assez lâche en lumière polarisée. 
Au dernier tiers de gestation, les images IRM de l’épiphyse montrent une 
structure en quatre couches, mais ceci inclut tout le cartilage de croissance et la 
plaque de croissance épiphysaire. Le cartilage adulte est organisé en trois couches 
seulement, alors que l’IRM a déjà permis d’identifier sept couches d’intensité 
différente dans le cartilage articulaire du fémur chez plusieurs espèces (Grunder, 
2006; Grunder et al., 1998; Nieminen et al., 2000; Nissi et al., 2006; Xia et al., 
2003). 
La zone transitoire et la couche biréfringente d’orientation radiale en 
lumière polarisée apparaissent à 6 mois de gestation (Lecocq et al., 2008) : ce 
constat soutient le fait que l’anisotropie du réseau de collagène apparaît dès le 
stade fœtal. Récemment, deux études (van Turnhout et al., 2008; van Turnhout et 
al., 2011) ont mis en évidence la présence de la zone transitoire à la naissance chez 
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le cheval et le mouton, en lumière polarisée quantitative. Notre étude indique que 
cette couche apparait plus tôt, au cours du dernier trimestre de gestation. Par 
ailleurs, la rigidité du cartilage fœtal augmente avec la profondeur par rapport à la 
surface articulaire, ce qui soutient également la théorie d’une anisotropie du 
cartilage dès ce stade du développement (Klein et al., 2007). L’ensemble de ces 
résultats confirme nos observations précédentes (Lecocq et al., 2008) : avant la 
naissance, le réseau de collagène du cartilage articulaire équin est déjà organisé en 
différentes couches démontrant une anisotropie en lumière polarisée. Cette 
structure est ensuite remodelée au cours de la période post-natale pour adopter 
ultimement la structure adulte que l’on connaît (Brama et al., 2002; Brama et al., 
2000; Hunziker et al., 2007; Julkunen et al., 2009; Rieppo et al., 2009; van 
Turnhout et al., 2011; van Turnhout et al., 2010). Les mécanismes impliqués 
incluent notamment un dépôt de fibres de collagène accru, la création de liaison 
entre les fibrilles de collagène et une réorganisation de l’orientation des fibres de 
collagène dans le but d’optimiser leurs propriétés mécaniques. 
 
Le développement et la maturation de la surface articulaire sont sous le 
contrôle de signaux à la fois biomécaniques et moléculaires, mais qui ne sont 
aujourd’hui que partiellement connus (Onyekwelu et al., 2009). On sait depuis 
longtemps que la contraction des muscles squelettiques est nécessaire au 
développement normal d’une articulation : il a été montré que ces contractions 
apparaissent très précocement au cours du développement in utero, et que leur 
fréquence augmente au cours du temps jusqu’à représenter 80% de l’activité du 
fœtus (Murray and Drachman, 1969). De même, le développement articulaire ne 
s’effectue pas chez des embryons de poulet soumis à l’influence continue d’agents 
inhibiteurs neuromusculaires. Les contractions musculaires provoquent des 
tractions sur les segments osseux, ainsi que des flexions et extensions des 
articulations, ce qui crée des contraintes en tension et des forces de cisaillement 
dans le cartilage (Carter and Wong, 2003). Lorsqu’ils se développent, les 
ligaments exercent aussi des forces sur l’articulation (Heegaard et al., 1999). Les 
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forces compressives apparaissent quant à elles après la naissance, dès que le 
poulain se met debout. Les changements qui surviennent alors au niveau de la 
pression hydrostatique et des forces de cisaillement au sein du cartilage modifient 
l’expression génique des chondrocytes, la formation de matrice et la croissance 
locale. Cependant, comme les forces dépendent de la force des muscles et de la 
morphologie de l’articulation, il est nécessaire que d’autres facteurs interviennent 
dans le but d’assurer un développement relativement homogène du cartilage 
articulaire de toutes les articulations, en apparence et en épaisseur. 
 
Les signaux moléculaires ont aussi leur importance dans l’acquisition de la 
morphologie de l’articulation, et agissent en parallèle avec les forces 
biomécaniques pour modeler l’articulation. Un grand nombre de facteurs de 
croissance et leurs récepteurs (BMPs, FGFs 2, 9, 18, FGF receptor, ihedgehog) qui 
ont un mode d’action paracrine, influencent la croissance articulaire (Onyekwelu 
et al., 2009). On pense maintenant qu’un équilibre entre ces signaux moléculaires 
et le stress biomécanique contribue à la stratification normale du cartilage au cours 
de sa croissance. Les signaux moléculaires peuvent à eux seuls induire et accroitre 
la maturation du cartilage articulaire in vitro. En l’absence de mise en charge, une 
combinaison de deux facteurs de croissance, FGF 2 et TGFβ1, conduit à un 
remodelage du collagène, une hausse significative de 229% de la rigidité 
mécanique, ainsi qu’un changement dans la structure microscopique d’explants de 
cartilage de veaux in vitro (Khan et al., 2011). La formation d’un grand nombre de 
liaisons entre les fibrilles de collagène est également observée. Ils ont aussi 
observé, en lien avec notre étude, une organisation des fibres de collagène à 
différents niveaux dans les matrices péricellulaire, territoriale et interterritoriale. 
Comme nous, ils ont noté une différenciation de la MEC plus apparente en surface 
des explants. Les résultats de ces différentes études suggèrent tous que les 
changements structuraux et l’apparition d’une zonation dans le réseau de collagène 
résultent de changements dynamiques, à la fois dans la sécrétion paracrine de 
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facteurs de croissance, et dans les forces générées par les muscles et ligaments en 
croissance. 
 
Des différences entre les sites d’une même articulation apparaissent dans 
notre étude, correspondant à ce qui a déjà été décrit précédemment dans des études 
utilisant la microscopie en lumière polarisée (Lecocq et al., 2008; van Turnhout et 
al., 2010). L’épaisseur du cartilage articulaire présente une différence significative 
entre les cinq sites étudiés de l’épiphyse fémorale distale, à certains moments du 
développement : ceci est en accord avec les résultats de Lecocq et al. (2008). Ces 
différences reflètent des variations de la maturation entre sites d’une même 
articulation (Julkunen et al., 2010; Lecocq et al., 2008). Grunder (2006) a émis 
l’hypothèse selon laquelle les différences de zonation à l’IRM entre sites sont en 
fait une adaptation du réseau de collagène aux besoins locaux dans l’articulation. 
Enfin, des différences dans l’organisation du réseau de collagène ont été décrites 
chez de jeunes animaux entre sites d’une même articulation (Hyttinen et al., 2009) 
et entre des surfaces articulaires d’articulations différentes dans l’espèce ovine 
(Grunder, 2006; van Turnhout et al., 2010). 
 
Immédiatement après la naissance, le poulain se met debout et exerce ainsi 
une mise en charge sur toutes ses articulations : le cheval peut être considéré 
comme une espèce au développement articulaire précoce si on le compare à la 
souris et au lapin. Il semble tout à fait possible et légitime que le réseau de 
collagène du cartilage articulaire fœtal subisse un développement différent selon 
l’espèce, en raison de besoins différents, mais ceci reste à prouver. En effet, le 
développement du collagène articulaire in utero n’a pas été décrit dans d’autre 
espèce à notre connaissance. 
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Suite à une thérapie de réparation cellulaire ou tissulaire, le réseau de 
collagène au site concerné s’adapte progressivement aux contraintes de mise en 
charge locales en développant une structure organisée en zones. A présent, la 
microfracture est la seule technique connue qui permet la réparation du tissu 
cartilagineux avec une architecture multizonale en microscopie en lumière 
polarisée : des biopsies réalisées 1 an après au site de réparation ont montré une 
structure du collagène similaire à celle que l’on trouve chez un adulte (Changoor 
et al., 2011), mais il n’existe pas d’information sur un éventuel suivi plus 
rapproché dans le temps. 
 
Cette étude comporte certaines limites. Premièrement, nous n’avons pas pu 
évaluer des fœtus plus jeunes que 4 mois de gestation : ainsi, il nous est impossible 
de déterminer l’âge le plus précoce auquel apparaît la première couche 
superficielle tangentielle. Néanmoins, aucun spécimen plus précoce que 4 mois de 
gestation n’a été décrit dans la littérature d’après nos recherches. Le nombre de 
spécimens inclus dans l’étude est limité par la durée de celle-ci et par certains 
critères d’inclusion. Bien que la réfrigération et la congélation semblent ne pas 
avoir d’effet significatif sur le cartilage, ceci pourrait néanmoins interférer. 
L’étude se limite à une articulation : il serait très intéressant de l’étendre à d’autres 
articulations fréquemment touchées par l’OCD. Ensuite, il est possible que la 
technique d’IRM utilisée ait influencé la qualité des images obtenues. Par 
exemple, il est aisé de comprendre que le champ magnétique principal, bien 
qu’orienté de façon disto-proximale par rapport à l’axe du membre, ne forme pas 
le même angle avec toutes les surfaces articulaires : ceci peut donc influencer 
l’intensité des couches observées (cf. angle magique). Une meilleure résolution 
d’IRM aurait apporté des détails supplémentaires : ceci est prévu dans une étude 
ultérieure. De plus, l’utilisation de la lumière polarisée quantitative et de la 
microscopie électronique sur nos spécimens aurait certainement fourni d’autres 
informations utiles.  
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En conclusion, cette étude décrit l’apparence de la surface articulaire en 
développement à l’IRM, et la structure du réseau de collagène correspondant en 
lumière polarisée. Connaître l’organisation et le développement de ce réseau de 
collagène dès les étapes les plus précoces peut aider à mieux comprendre la 
maturation du collagène aux sites de réparation tissulaire, et permettre 
l’identification de lésions précoces d’OCD. 
 96  
Conclusion 
Plusieurs études ont démontré que les lésions d’OC se traduisent par des changements 
structuraux au niveau du collagène de type II de la MEC du cartilage articulaire. Une origine 
in utero est également suspectée. A notre connaissance, l’étude de Lecocq et al. (2008) est la 
seule à avoir décrit, chez l’espèce équine, la structure tridimensionnelle du collagène de type II 
lors du développement épiphysaire, dans le but d’améliorer la compréhension des étapes de 
formation du cartilage articulaire, et l’étiologie de l’OC. 
Quelques études ont tenté de comparer l’aspect du cartilage articulaire à l’IRM et à 
l’histologie, chez différentes espèces : les périodes de développement étudiées sont toutefois 
assez restreintes et les résultats obtenus ne sont pas tous en accord. On s’accorde aujourd’hui 
pour attribuer l’apparence du cartilage à l’IRM à l’organisation du réseau de collagène qui le 
compose. L’emploi de cette technologie chez le foetus pourrait éventuellement révéler des 
changements du collagène lors de lésions précoces d’OC. 
Nos résultats d’imagerie et d’histologie suggèrent que l’organisation du réseau de 
collagène du cartilage se met en place de façon très précoce au stade fœtal, et évolue au cours 
du développement pour constituer la structure adulte connue. Le cartilage articulaire du 
poulain nouveau-né est déjà bien organisé. Des différences ont été mises en évidence au 
niveau des différents sites étudiés. Ces résultats pourront être utiles dans les études de stratégie 
de réparation tissulaire, mais également comme référence dans l’étude des mécanismes à 
l’origine de pathologies telles que l’OC. 
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